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Considerando as microalgas como fonte de moléculas bioativas de interesse 
comercial, o presente trabalho objetivou avaliar o potencial bioestimulante vegetal da 
microalga Desmodesmus subspicatus quando cultivada sob condições autotróficas, 
heterotróficas e mixotróficas. Os cultivos autotróficos foram realizados em três 
diferentes meios, WC, CHU e BG11, com temperatura controlada em 23 ± 2 ºC, 
fotoperíodo 12:12, aeração constante, por um período de 12 dias. Para os cultivos 
heterotróficos e mixotróficos foi escolhido o meio CHU, com adição de glucose 
comercial nas concentrações de 1, 5 e 10 g L-1, com temperatura controlada em 23 ± 
2 ºC, e aeração constante, por um período de 9 dias. Após, os cultivos foram 
submetidos a centrifugação e liofilização para obtenção da biomassa seca. A 
biomassa de cada cultivo foi submetida a extração aquosa (10%, 1 h) sob agitação 
mecânica em temperatura ambiente. O extrato aquoso obtido foi então dialisado 
(cut-off 1 kDa), gerando a fração E (eluída) e R (retida). As frações E, derivadas dos 
cultivos autotróficos foram ainda fracionadas em cromatografia de exclusão (Bio-Gel 
P-2), gerando 5 novas subfrações. As biomassas secas, extratos aquosos e frações 
E obtidas foram submetidas a análises químicas, cromatográficas, espectroscópicas 
e termogravimétricas. Adicionalmente, as frações EWC, ECHU e EBG foram 
avaliadas quanto a sua capacidade bioestimulante vegetal, em sementes de tomate 
(Solanum lycopersicum), e raízes de milho (Zea mays L.) nas concentrações de 0,1 - 
2,0 g/L, tendo produto comercial e água ultrapura como controle positivo e negativo, 
respectivamente. Nos cultivos autotróficos foi possível alcançar a máxima produção 
em biomassa com o meio BG11 (0,65 g L-1). Para cultivos heterotrófico e mixotrófico 
as maiores produções foram obtidas com adição de 10 g L-1 de glucose nos meios, 
atingindo valores de biomassa de 3,1 e 1,9 g L-1, respectivamente. Análises 
cromatográficas por UHPLC-MS das frações “E” e subfrações, provenientes dos 
cultivos autotróficos, heterotróficos e mixotróficos permitiram a identificação de 
zeatina em todas as frações, e traços AIA em algumas delas. Análises de RMN das 
frações, EWC, ECHU, EBG e suas subfrações, e também das frações H1, H5, H10, 
M1, M5 E M10 permitiram a identificação de glicosídeos, oligossacarídeos, 
monossacarídeos. Para a atividade bioestimulante vegetal, as sementes de tomate 
tratadas com a fração ECHU, na concentração 1,0 g L-1 apresentaram maior 
resposta em relação ao comprimento dos hipocótilos, mostrando-se diferente 
significativamente dos controles e todos os demais tratamentos analisados. Quando 
avaliados em relação ao volume dos hipocótilos os tratamentos realizacdos com as 
frações ECHU (1,0 e 2,0 g L-1), apresentaram atividades similares ao controle 
positivo. Quando avaliado o efeito no comprimento das raízes de milho, a fração 
EFBR CHU (2,0 g L-1) apresentou maior atividade em relação aos controles 
positivos. Sugere-se que os efeitos positivos dos extratos de D. subspicatus 
observados sobre o comprimento e volume dos hipocótilos de tomate, e raízes de 
milho estão correlacionados com a presença de zeatina e AIA identificados em todas 
as frações analisadas. Todos os resultados em conjunto demonstram o potencial 
econômico e biotecnológico dos extratos de D. subspicatus, sendo uma fonte 
promissora para produção de produtos bioestimulantes. 
 






Since microalgae are a source of bioactive molecules of commercial interest, 
the present study aimed to evaluate the plant biostimulant potential of microalgae 
Desmodesmus subspicatus when cultivated under autotrophic, heterotrophic and 
mixotrophic conditions. The autotrophic cultures were performed in three different 
media: WC, CHU and BG11, with temperature controlled at 23 ± 2 ºC, photoperiod 
12:12, constant aeration, for a period of 12 days. For the heterotrophic and 
mixotrophic cultures the CHU medium was chosen, with commercial glucose addition 
at concentrations of 1, 5 and 10 g L-1, temperature controlled at 23 ± 2 ºC, and 
constant aeration, for a period of 9 days. After, the cultures were centrifugated and 
lyophilizated to obtain the dry biomass. The biomass of each culture was submitted 
to aqueous extraction (10%, 1 h) under mechanical agitation, at room temperature. 
The obtained aqueous extract was then dialyzed (cut-off 1 kDa), generating E 
(eluted) and R (retained) fractions. The E fractions, derived from the autotrophic 
cultures, were further fractionated by exclusion chromatography (Bio-Gel P-2), 
yielding 5 new fractions. The dried biomass, aqueous extracts and E fractions 
obtained were submitted to chemical, chromatographic, spectroscopic and 
thermogravimetric analyzes. In addition, the EWC, ECHU and EBG fractions were 
evaluated for their biostimulating capacity in tomato seeds (Solanum lycopersicum). 
at concentrations of 0.1 - 2.0 g L-1; using a commercial product and purified water as 
positive and negative controls, respectively. In the autotrophic cultures, the maximum 
biomass productivity was reached with BG11 medium (0.65 g L-1). For heterotrophic 
and mixotrophic cultures the highest yields were obtained with addition of 10 g L-1 of 
glucose in the medium, reaching biomass values of 3.1 and 1.9 g L-1, respectively. 
Chromatographic analyzes by UHPLC-MS of the E fractions and subfractions, from 
autotrophic, heterotrophic and mixotrophic cultures, allowed the identification of 
zeatin in all fractions, and traces of indole acetic acid in some of them. The NMR 
analyzes of fractions EWC, ECHU, EBG, and their subfractions, allowed the 
identification of glycosides, oligosaccharides and monosaccharides. For the 
biostimulant activity, the tomato seeds treated with the ECHU fraction, in the 1.0 g L-1 
concentration, presented a better result in relation to the length of the hypocotyls, 
being significantly different from the controls and all the other treatments analyzed. 
When evaluated in relation to the volume of the hypocotyls, the treatments performed 
with the ECHU fractions, at concentrations 1.0 and 2.0 g L-1, resulted in similar 
results to the positive control. When the effect on maize root length was evaluated, 
the fraction EFBR CHU (2.0 g L-1) presented higher activity than the positive controls. 
It is suggested that the positive effects of the D. subspicatus extracts, observed on 
the length and volume of tomato hypocotyls, are correlated with the presence of 
zeatin and indole acetic acid, identified in all the analyzed fractions. All the results 
together demonstrate the economic and biotechnological potential of the extracts of 
D. subspicatus, being a promising source for the production of biostimulant products. 
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O Brasil é um dos maiores produtores agrícolas do mundo. Nos últimos anos 
a agricultura tem sido aprimorada com o uso de tecnologias que visam o aumento 
expressivo da produtividade e atendam as demandas de mercado (BARDIVIESSO 
et al., 2011; ORGANIZAÇÃO DAS NAÇÕES UNIDAS PARA ALIMENTAÇÃO E 
AGRICULTURA (FAO), 2017). Sendo assim, a demanda por fertilizantes também é 
grande, chegando a mais de 25 milhões de toneladas em 2015 (ASSOCIAÇÃO 
NACIONAL PARA DIFUSÃO DE ADUBOS (ANDA), 2015). Entretanto, o uso de 
fertilizantes minerais representa grande impacto ambiental, ocasionando 
eutrofização das águas, poluição do ar e solo, e a emissão de carbono proveniente 
de sua produção  (BHARDWAJ et al., 2014). 
A busca por alternativas sustentáveis e com alta eficiência em substituição 
aos fertilizantes minerais é crescente. Assim, bioestimulantes vegetais que atuem 
como substâncias promotoras de crescimento e desenvolvimento vegetal têm ganho 
importância. Dentre as substâncias naturais já utilizadas, por apresentar efeito 
promotor do crescimento em plantas, destacam-se os hidrolisados de proteínas e 
aminoácidos, extratos de macroalgas, derivados de quitina e quitosana, substâncias 
húmicas e micro-organismos (CALVO; NELSON; KLOEPPER, 2014; DU JARDIN, 
2015). 
Dentre as substâncias naturais, o uso de extratos de macroalgas vem se 
expandindo ano após ano (MASNY; BASAK; ŻURAWICZ, 2004). Os extratos algais 
são normalmente preparados através de tratamentos aquosos, alcalinos ou ácidos, 
ou do uso de temperaturas extremas que causam o rompimento celular (KHAN et 
al., 2009; CRAIGIE, 2011). Os extratos de macroalgas, de forma geral, são descritos 
por exercer um estímulo no crescimento de raízes, aumento da captação de 
nutrientes, e melhora da tolerância aos estresses bióticos (resistência a patógenos) 
e abióticos (estresse hídrico e variações de temperatura) (FERRINI; NICESE, 2002; 
SPINELLI et al., 2009; BARDIVIESSO et al., 2011; CRAIGIE, 2011). Um dos 
bioestimulantes com destaque na pesquisa científica é o derivado da macroalga 
marrom Ascophyllum nodosum (KHAN et al., 2009; CRAIGIE, 2011). 
No Brasil, substâncias que apresentam este efeito estimulante são 
chamadas de biofertilizantes. O termo é definido como um produto que contém 
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princípio ativo ou agente orgânico isento de substâncias agrotóxicas, capaz de atuar 
direta ou indiretamente sobre o todo ou parte das plantas cultivadas (BRASIL, 2004). 
Nesse contexto, as microalgas surgem como uma boa alternativa. Diversos 
estudos, com aplicação de extratos de microalgas em plantas como ervilha, trigo, 
milho, soja, beterraba e tomate, evidenciaram efeitos biofertilizantes, ou seja, efeitos 
promotores de crescimento vegetal, atribuídos a provável ação de hormônios 
vegetais contidos nesses extratos microalgais (STIRK et al., 2002; JÄGER et al., 
2010; SHAABAN; EL-SAADY; EL-SAYED, 2010; HUSSAIN; HASNAIN, 2011; 
GONZALEZ; SOMMERFELD, 2015). 
Pesquisas relatam a presença de várias categorias de hormônios vegetais 
em microalgas, como: ácido abscísico (ABA) em Dunaliella sp. (TOMINAGA; 
TAKAHATA; TOMINAGA, 1993); auxina no extrato de Scenedesmus 
armatus e Chlorella pyrenoidosa (MAZUR; KONOP; SYNAK, 2001); citocininas em 
nove espécies de microalgas dos gêneros Protococcus, Chlorella e Scenedesmus 
(ÖRDÖG et al., 2004); citocininas nas formas de cis-zeatina (cZ), isopenteniladenina 
(IP), trans-zeatina (tZ) e dihidrozeatina (DHZ), além de dois tipos de auxinas, o ácido 
indol acético (AIA) e indolacetamida (STIRK et al., 2013a); giberelina e 
brassinoesteróides em Chlorophyceae, Trebouxiophyceae e Ulvophyceae (STIRK et 
al., 2013b). Estes compostos são conhecidos por afetar o metabolismo celular em 
plantas, controlando a divisão celular, o desenvolvimento de brotos, folhas e raízes, 
e o retardamento da senescência (TARAKHOVSKAYA; MASLOV; SHISHOVA, 2007; 
KHAN et al., 2009; CRAIGIE, 2011). 
Estudos, envolvendo extratos de microalgas e atividade bioestimulante, vêm 
sendo desenvolvidos no Laboratório de Química de Carboidratos (Departamento de 
Bioquímica – UFPR). Mógor et al. (2011) realizou um screening da atividade 
bioestimulante em diversas espécies cultivadas em larga escala para fins de 
aquicultura (alimentação de organismos marinhos tais como mariscos e moluscos). 
Dentre as espécies estudadas estavam as microalgas marinhas Isochrysis sp., 
Nannochloropsis sp., Pavlova sp. e Tetraselmis sp., e as dulciaquícolas Chlorella 
sp., Spirulina sp. e Scenedesmus sp. Destas, as biomassas ressuspendidas e o 
extrato aquoso bruto da espécie Desmodesmus sp. apresentaram potencial 
atividade bioestimulante vegetal. Na sequência, Mazepa (2013) analisou extratos 
aquosos brutos e frações de baixa massa molar (< 1kDa) obtidas a partir de cultivos 
autotróficos em meio Guillard f/2 de Scenedesmus subspicatus, e identificou 
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glicosídeos (Sulfoquinovosil-glicerol, Digalactosil-glicerol e Monogalactosil-glicerol) e 
monossacarídeos livres nessas frações. Malburg (2016), adicionalmente aos 
glicosídeos, identificou nas mesmas frações fitormônios auxinas e citocininas. Todas 
as moléculas identificadas são de origem intracelular, uma vez que para obtenção 
das frações, as microalgas foram isoladas do meio de cultura e posteriormente 
submetidas á um processo de extração aquosa que permitiu a obtenção de tais 
moléculas. 
Embora estudos para avaliar a capacidade bioestimulante de extratos de 
microalgas já tenham sido desenvolvidos, são necessários outros estudos para 
identificar todas as moléculas envolvidas na atividade biológica e determinar a exata 
correlação dos componentes estruturais necessários para a atividade biológica em 
questão. Além disso, não foram realizados até o momento estudos que avaliem a 
influência do meio ou sistema de cultivo sobre a produção dos compostos pela 
microalga Desmodesmus subspicatus. 
Assim, considerando as microalgas como fonte de moléculas bioativas, 
busca-se no presente trabalho avaliar a microalga Desmodesmus subspicatus 
quando cultivada em diferentes meios de cultivo e diferentes condições de cultivo, 





1.1.1 Objetivo Geral 
 
Produzir biomassa da microalga Desmodesmus subspicatus utilizando 
condições de cultivo autotrófico, heterotrófico e mixotrófico e avaliar a atividade 
bioestimulante vegetal do extrato aquoso da biomassa microalgal. 
 
1.1.2 Objetivos Específicos 
 
 Avaliar diferentes meios de cultivo no sistema autotrófico para produzir 
biomassa da microalga D. subspicatus; 
 Comparar os parâmetros cinéticos, rendimento e composição química das 
biomassas microalgais produzidas em sistema autotrófico; 
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 Obter extratos aquosos das diferentes biomassas;  
 Determinar a composição química e atividade bioestimulante vegetal dos 
extratos aquosos;  
 Cultivar a microalga D. subspicatus em sistema heterotrófico e mixotrófico; 
 Comparar os parâmetros cinéticos, rendimento e composição química das 
biomassas microalgais produzidas em sistema heterotrófico e mixotrófico;  
 Obter extratos aquosos das biomassas produzidas;  
 Determinar a composição química e atividade bioestimulante vegetal dos 
extratos aquosos;   
 Correlacionar os sistemas de cultivo com a composição química dos extratos 
aquosos e com a atividade bioestimulante vegetal; 
 Realizar análise prévia de viabilidade econômica para obtenção de biomassa 
microalgal de D. subspicatus. 
 
1.2  JUSTIFICATIVA 
 
As microalgas têm se mostrado como uma fonte promissora para novos 
produtos e aplicações. A identificação de diversas substâncias sintetizadas por estes 
organismos, o rápido crescimento que apresentam, a possibilidade de controle das 
condições de cultivo e consequente direcionamento para produção de compostos 
com potencial biotecnológico são algumas das razões que têm incentivado a busca 
de técnicas para a otimização de sistemas de cultivo dessas microalgas. Ditas 
pesquisas objetivam potencializar a produção e acúmulo de compostos de interesse, 
como ocorre com os produtos biofertilizantes, que atualmente no mercado são 
obtidos principalmente de macroalgas. 
Com o acúmulo de conhecimento científico acerca do potencial 
biotecnológico das microalgas, assim como de seus efeitos na promoção do 
crescimento vegetal mediante a alguns estudos realizados anteriormente pelo grupo 
de pesquisa, sugere-se que o extrato aquoso da microalga Desmodesmus 
subspicatus possa atuar alterando o balanço hormonal em plantas, tornando-se um 
grande potencial para o desenvolvimento de tecnologias ecologicamente corretas e 
colaborando para o aumento da produtividade e sustentabilidade dos sistemas de 
produção agrícola. Desta forma, a relevância deste trabalho de tese está em utilizar 
a biomassa da microalga D. subspicatus como matéria-prima para produção de 
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bioestimulantes vegetais em substituição aos reguladores vegetais sintéticos, de 
acordo com a legislação vigente no Brasil.  
 
2 REVISÃO DA LITERATURA 
 
2.1  MICROALGAS 
 
Microalgas pertencem a um grupo de micro-organismos heterogêneo. São 
autotróficos e fotossintéticos, podem ser unicelulares, coloniais e/ou filamentosos, 
presentes nos meios aquáticos (doce ou salino) ou terrestre, podem variar em 
tamanho, morfologia e outras características (BICUDO; MENEZES, 2006; 
LOURENÇO, 2006). 
As microalgas podem ser procarióticas ou eucarióticas. As procarióticas 
encontram-se na classe das Cyanophyceae (cianobactérias). As eucarióticas 
pertencem principalmente às classes Bacilariophyceae (diatomáceas), Dinophyceae 
(dinoflagelados), Prymnesiophyceae (cocolitoforídeos), Cryptophyceae 
(criptomônadas), Prasinophyceae e Chlorophyceae (microalgas verdes) (BICUDO; 
MENEZES, 2006; DEMIRBAS, 2010). De todas as classes, as microalgas 
Chlorophyceae (Filo Chlorophyta) são as mais comuns, apresentam clorofilas a e b, 
e carotenoides. Possuem amido (polissacarídeo) como substância de reserva e sua 
parede celular geralmente contém celulose. O grupo inclui organismos cocoides, 
flagelados unicelulares ou coloniais, filamentos multicelulares ou multinucleados. As 
microalgas verdes são cosmopolitas e principalmente dulciaquícolas, no entanto, a 
maior parte das espécies desenvolvem-se também em habitats marinho, terrestre ou 
subaéreo (LOURENÇO, 2006). 
Dentre a ordem Sphaeropleales (Chlorophyceae), Scenedesmaceae é a 
maior família de microalgas verdes habitante dos ambientes aquáticos continentais 
(BICUDO; MENEZES, 2006). Apresentam parede celular constituída por uma 
camada interna de celulose e uma ou mais camadas externas de esporopolenina, 
podendo apresentar diversas ornamentações, tais como: espinhos, costelas ou 
granulações (SHUBERT; WOZNIAK; LIGEZA, 2014). A reprodução ocorre por 
autósporos formando autocenóbios no interior da célula (RAMOS; BICUDO; 
MOURA, 2015). 
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Diferentes estudos envolvendo a filogênia dessa família foram apresentados 
ao longo dos anos. Atualmente, a família Scenedesmaceae conta com 60 gêneros 
taxonomicamente aceitos, divididos em quatro subfamílias: Coelastreae, 
Coelastroideae, Desmodesmoideae e Scenedesmoidea (ALGAEBASE, 2017a). A 
microalga Desmodesmus subspicatus, espécie de estudo do presente trabalho, 
pertence ao Gênero Desmodesmus, Subfamília Desmodesmoideae.  
A taxonomia dos gêneros Desmodesmus e Scenedesmus tem sido 
investigada e debatida por décadas em razão das poucas características fenotípicas 
de diagnóstico que se diferenciam entre esses gêneros (EL SEMARY, 2011). Meyen 
(1829) foi o primeiro a descrever o gênero Scenedesmus incluindo espécies de 
microalgas com e sem espinhos. Quase um século depois, Chodat (1926) dividiu o 
gênero em quatro subgêneros: Clathrodesmus, Desmodesmus, Euscenedesmus e 
Rhynchodesmus. Hegewald (1978), baseado nas características da ultraestrutura da 
parede celular, apresentou uma nova subdivisão para o gênero Scenedesmus 
Meyen, classificando espécies com quatro camadas de parede esporopolenínica e 
ornamentos submicroscópicos no subgênero Desmodesmus Chodat, e espécies 
com três camadas esporopolenínica sem estruturas ou com nervuras formadas na 
camada de parede hemicelulósica nos subgêneros Scenedesmus Meyen e 
Acutodesmus Hegewald.  
Tentativas de reavaliar a taxonomia de Scenedesmus por propriedades 
bioquímicas e fisiológicas falharam e técnicas de análises de sequências de 
nucleotídeos foram introduzidas para auxiliar na revisão taxonômica de 
Scenedesmus (KESSLER et al., 1997). Assim, análises de 18S-rDNA ribossomal 
indicaram que o subgênero Desmodesmus era filogeneticamente bem separado do 
subgênero Scenedesmus (KESSLER et al., 1997). Análises subsequentes utilizando 
sequências da região do espaçador interno transcrito 2 (ITS-2) clarificaram ainda 
mais a taxonomia de ambos os subgêneros (AN; FRIEDL; HEGEWALD, 1999). 
Dessa forma, com base na distância genética entre os dois subgêneros e na 
ultraestrutura bem definida e distinta da parede celular, sustentou-se a retenção do 
gênero Scenedesmus Meyen para organismos não espinhosos e a elevação 
taxonômica de Desmodesmus (Chodat) An, Friedl e Hegewald à gênero, para as 
espécies que podem suportar espinhos ou outras estruturas visíveis sob microscópio 
óptico como granulações (AN; FRIEDL; HEGEWALD, 1999; HEGEWALD, 2000). 
Análises filogenéticas posteriores, baseadas em um modelo revisado de estrutura 
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secundária para o ITS-2, confirmaram a divisão do gênero Scenedesmus em dois 
novos gêneros: Scenedesmus e Desmodesmus (HANNEN; FINKGODHE; LURLING, 
2002). 
A microalga Desmodesmus subspicatus, (Figura 1), reclassificada por 
Hegewald (2000), é clorofilada unicelular e uninucleada. Possui cenóbios planos, 
com uma, duas ou quatro células dispostas lado a lado.  As células podem ser 
elipsoides ou ovoides; 4,8 – 12 μm comprimento; 2,8 – 6  μm largura; presença 
frequente de espinho secundário nas células internas, e de um ou dois espinhos 
laterais nas externas em colônias; espinhos principais em disposição linear; 1,6 – 
5,5 μm comprimento, cloroplasto único, parietal e um pirenoide (HENTSCHKE; 
TORGAN, 2010; SHUBERT; WOZNIAK; LIGEZA, 2014). 
 
FIGURA 1 - MICROSCOPIA DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus  
 
FONTE: Algaebase (2017b). 
 
2.2  CULTIVOS DE MICROALGAS 
 
2.2.1 Sistemas de Cultivo 
 
As microalgas podem ser cultivadas em sistemas de cultura abertos ou 
fechados, com volume variando desde mililitros até bilhões de litros (MATA; 
MARTINS; CAETANO, 2010). Para fins de pesquisa ou manutenção de coleção de 
microalgas, os cultivos são realizados em pequenos volumes e ambientes 
climatizados, o que permite maior controle dos fatores que influenciam no 
crescimento. Já os sistemas de cultivo em escala industrial podem ser realizados em 
tanques, lagos ou lagoas abertas, ou em sistemas fechados, chamados de 
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fotobiorreatores (FBR), sob condições naturais de iluminação e temperatura (GRIMA 
et al., 2003; ERIKSEN, 2008). 
As lagoas ou tanques abertos são os mais utilizados na produção comercial 
das microalgas Chlorella, Dunaliella e Spirulina, devido ao seu baixo custo de 
construção e fácil operação em relação aos fotobiorreatores. A maior vantagem na 
utilização de tanques ou lagoas abertas consiste na simplicidade da sua estrutura, 
com uma produção de biomassa de baixo custo e fácil operacional (MATA; 
MARTINS; CAETANO, 2010). No entanto, os sistemas abertos apresentam algumas 
desvantagens, tais como, baixo controle sobre as condições de cultivo, evaporação 
acentuada, alta taxa de contaminação por microrganismos, grande área para sua 
construção, entre outros, o que faz com que a produtividade seja muito reduzida 
comparada aos fotobiorreatores (LOURENÇO, 2006; UGWU; AOYAGI; UCHIYAMA, 
2008). 
Os fotobiorreatores, em geral, são mais versáteis, constituídos por uma 
estrutura mais sofisticada, podendo ser de tubos ou placas planas, construídos com 
plástico, policarbonato, vidro, entre outros. Sua vantagem está em permitir um maior 
controle das condições de cultivo, baixa contaminação, maior troca de gases, ocupar 
uma área menor do que a dos sistemas abertos (LEE; PALSSON, 1995; COGNE; 
CORNET; GROS, 2005; SUALI; SARBATLY, 2012; JANOSKA et al., 2017). Essas 
vantagens permitem alcançar uma maior produtividade de biomassa potencializando 
o acúmulo de produtos de interesse comercial em comparação aos sistemas 
abertos. Por outro lado, os elevados custos de construção dos fotobiorreatores têm 
constituído uma grande limitação à aplicação destes sistemas em plantas comerciais 
(CHEN et al., 2008; ISSARAPAYUP; POWTONGSOOK; PAVASANT, 2009).  
No entanto, apesar de todo progresso no desenvolvimento de sistemas de 
cultivo para microalgas, há ainda lacunas a serem preenchidas no que diz respeito 
ao tipo de sistema de cultura em relação a espécie de microalga, clima, custos do 
processo, nutrientes necessários e produto final desejado. 
 
2.2.2 Metabolismo das Microalgas  
 
As características de crescimento e a composição das microalgas são 
significativamente dependentes do tipo de cultivo a que são submetidas, podendo 
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ser autotrófico, heterotrófico ou mixotrófico, diferenciados entre si pela fonte de 
carbono e energia utilizada (MATA et al., 2010; ZHAN et al., 2016). 
O cultivo autotrófico ocorre quando a microalga utiliza luz, solar ou artificial, 
como fonte de energia, e carbono inorgânico, como fonte de carbono, para produzir 
energia química através do processo de fotossíntese (WEN; CHEN, 2003; HUANG 
et al., 2010; PEREZ-GARCIA et al., 2011). No entanto, a limitação de luz em 
elevadas densidades celulares, ou fotoinibição causada pela luz excessiva, afeta 
diretamente a produtividade de biomassa microalgal (FIGUEROSA et al., 1997). A 
vantagem desse tipo de cultivo, é a possibilidade de  utilização de dióxido de 
carbono (CO2), proveniente de atividades industriais ou da queima de combustíveis 
fosseis, como fonte de carbono inorgânica, contribuindo para a redução das 
emissões desse gás associado ao efeito estufa (RAWAT et al., 2013; ZHANG et al., 
2014b; CHEN et al., 2016b). O CO2 atmosférico é uma das fontes de carbono mais 
utilizadas em cultivos autotróficos, em razão da difusão para o interior das células, 
sendo usado comumente em processos de fixação (MANDAL; MALLICK, 2009; YOO 
et al., 2010). 
Apesar das microalgas serem frequentemente consideradas autotróficas, 
algumas espécies são capazes de crescer também sob condições heterotróficas 
(WEN; CHEN, 2003) e mixotróficas (CHOJNACKA; MARQUEZ-ROCHA, 2004), 
como por exemplo Spirulina sp. (CHOJNACKA; NOWORYTA, 2004), Chlorella 
vulgaris (EL-SHEEKH; HAMOUDA; NIZAM, 2013), Scenedesmus obliquus (SHEN et 
al., 2015) e Nannochloropsis salina (MARUDHUPANDI et al., 2016). 
No metabolismo heterotrófico as microalgas crescem na ausência de luz, e 
utilizam compostos orgânicos como fonte de energia e carbono (BHATNAGAR et al., 
2011). Açúcares são os substratos mais utilizados, especialmente glucose (CHEN et 
al., 2006; LIANG; SARKANY; CUI, 2009), porém outras fontes orgânicas de carbono 
podem ser utilizadas tais como glicerol (O’GRADY; MORGAN, 2011; LEITE et al., 
2015) e acetato (ARROYO; WEI; HU, 2010). Esse tipo de cultivo evita problemas 
associados a limitação de luz, permitindo o uso de fermentadores industriais, como 
reatores, além de apresentar maior potencial de produção de biomassa microalgal 
(MATA; MARTINS; CAETANO, 2010), como podemos observar na Tabela 1. 
A escolha pelo metabolismo heterotrófico é questionada devido a 
necessidade da adição de uma fonte de carbono orgânica, o que pode acarretar em 
custos elevados, representando até 80% do valor total do meio de cultura 
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(XIUFENG; XU; WU, 2007). Uma alternativa a esse problema é a utilização de fontes 
orgânicas de baixo custo  (BHATNAGAR et al., 2011; ABREU et al., 2012; LIANG, 
2013; GIRARD et al., 2014; CHEN et al., 2015b; SALATI et al., 2017). Diversas 
fontes alternativas de carbono orgânico têm sido propostas, como por exemplo: 
hidrolisado de milho (XU et al., 2006), hidrolisado de amido de mandioca (WEI et al., 
2009), hidrolisado de sorgo doce (GAO et al., 2010); suco de sorgo (LIANG et al., 
2010) melaço de cana (YAN et al., 2011) hidrolisado lignocelulósico (HAKALIN, 
2014). Entre essas fontes alternativas destaca-se o melaço, subproduto do 
processamento da cana-de-açúcar. Seus carboidratos representam mais de 50% de 
sua composição, conferindo grande potencial como fonte alternativa de carbono na 
suplementação de meios de cultivo para microalgas (ANDRADE; COSTA, 2007). 
 
TABELA 1 - PRODUÇÃO DE BIOMASSA MICROALGAL COMPARADA SOB OS DIFERENTES 
CULTIVOS - AUTOTRÓFICO, HETEROTRÓFICO E MIXOTRÓFICO, UTILIZANDO FONTES DE 
CARBONO ORGÂNICA E INORGÂNICA 
MICROALGA METABOLISMO BIOMASSA (g L d-1) REFERÊNCIA 
Botryococcus braunii Autotróficoa 0,03 YOO et al., 2010. 
Chlorella minutissima Autotróficoa 0,02 ILLMAN et al., 2000. 
Desmodesmus communis Autotróficoa, b 0,11 – 0,02 SAMORÌ et al., 2013. 
Dunaliella tertiolecta Autotróficob 0,12 GOUVEIA, OLIVEIRA, 2009. 
Nannochloropsis oculata Autotróficoa 0,37 –  0,48 CHIU et al., 2009. 
Pavlova salina Autotróficoa 0,16 RODOLFI et al., 2009. 
Scenedesmus obliquus Autotróficob 0,09 GOUVEIA, OLIVEIRA, 2009. 
Scenedesmus quadricauda Autotróficoa 0,19 RODOLFI et al., 2009. 
Scenedesmus sp. Autotróficoa 0,22 YOO et al., 2010. 
Chlorella protothecoides Hetetotróficoc 0,74 CHENG et al., 2009. 
Chlorella protothecoides Hetetotróficoc 0,10 WEN et al., 2013. 
Chlorella protothecoides Hetetotróficoc 2,00 XU et al., 2006. 
Chlorella vulgaris Hetetotróficoc, d 0,08 – 0,15  LIANG; et al., 2009. 
Chlorella vulgaris Hetetotróficof 0,02 YEH et al., 2012. 
Scenedesmus obliquus Hetetotróficoc 0,17 GIM et al., 2014. 
Scenedesmus quadricauda Hetetotróficoc 0,57 ZHAO et al., 2012. 
Chlorella vulgaris Mixotróficoc, e 0,09 – 0,25 LIANG et al., 2009. 
Nannochloropsis sp. Mixotróficoe 0,04 – 0,043 DAS et al., 2011. 
Scenedesmus obliquus Mixotróficoc 0,51 MANDAL; MALLICK, 2009. 
Scenedesmus quadricauda Mixotróficoc 0,35 ZHAO et al., 2012. 
Spirulina platensis Mixotróficoc 0,26 – 0,82 ZHANG et al., 2014b. 
NOTA: Fontes de carbono: a CO2; b ar atmosférico; c glucose; d acetato; e glicerol; f sacarose; e melaço. 
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Nos cultivos com metabolismo mixotrófico, as microalgas dispõem 
simultaneamente de fontes de carbono orgânicas (BHATNAGAR et al., 2011). A 
vantagem desse tipo de cultivo é que as microalgas podem sintetizar compostos 
característicos de ambos os metabolismos, e apresentar taxas de produções mais 
elevadas quando comparadas aos cultivos autotróficos. Adicionalmente,  esses 
cultivos podem também ser suplementados com fontes alternativas de carbono, 
reduzindo assim o custo da produção de biomassa microalgal (CHEN et al., 2011, 
2016b; ZHAN; RONG; WANG, 2017). 
Cultivos heterotróficos e mixotróficos frequentemente sofrem com a 
susceptibilidade à contaminação devido a adição da fonte de carbono orgânica 
(CARVALHO; MEIRELES; MALCATA, 2006). Assim, faz-se necessária a utilização 
de uma cultura axênica, garantindo uma melhor produção e composição pura dos 
produtos de microalgas (LOURENÇO, 2006).  
As principais diferenças entre os diferentes metabolismos das microalgas 
são resumidas na Tabela 2. 
 
TABELA 2 - PRINCIPAIS DIFERENÇAS ENTRE OS CULTIVOS AUTOTRÓFICO, 
HETEROTRÓFICO E MIXOTRÓFICO 
 AUTOTRÓFICO HETEROTRÓFICO MIXOTRÓFICO 
FONTE DE ENERGIA Luz Orgânica Luz e Orgânica 






TIPO DE REATOR Aberto ou Fechado Fermentador Fechado 
CUSTO Baixo  Alto Alto 
VANTAGENS 
Alta produção de 
pigmentos; baixa 
contaminação 
Maior taxa de 
crescimento 
Maior taxa de 
crescimento 
DESVANTAGENS Baixa taxa de crescimento 





Alta taxa de 
contaminação 
FONTE: Adaptado de Hakalin (2014) e Zhan; Rong; Wang, (2017). 
 
2.3  POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO 
 
A utilização de microalgas por alguns povos nativos da Ásia, África e México 
é secular. Entretanto, apenas a algumas décadas, as microalgas vêm despertando 
interesse comercial, em razão da sua composição química e capacidade de produzir 
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diversos compostos bioativos industrialmente importantes e de alto valor agregado 
(SPOLAORE et al., 2006; BOROWITZKA, 2013).  
Devido ao seu alto teor de proteína, carboidrato, lipídios vitaminas e 
aminoácidos, algumas  microalgas gênero Chlorella, Spirulina têm sido 
comercializadas como suplemento alimentar humano, sob forma de pó, tabletes ou 
cápsulas e também são utilizadas como corantes naturais em alimentos e 
cosméticos, por produzirem pigmentos, como carotenoides, clorofilas (chlorophytas) 
e ficocianina (cianobactérias) (YAMAGUCHI, 1996; LIANG et al., 2004; CHEN et al., 
2016a; DELATTRE et al., 2016; POSTMA et al., 2017). Além disso, são 
incorporadas como aditivo e/ou suplemento em ração animal para cães, gatos, aves, 
peixes de aquário, e principalmente na aquicultura de crustáceos, moluscos e peixes 
(ex: coloração característica do salmão) (BROWN et al., 1997; CERTIK; SHIMIZU, 
1999; SPOLAORE et al., 2006; BECKER, 2007). 
As microalgas, na indústria de alimentos, vêm sendo utilizadas no 
desenvolvimento de produtos nutracêuticos. O termo nutracêutico representa 
alimentos ou parte dos alimentos que apresentam benefícios à saúde, incluindo a 
prevenção e/ou tratamento de doenças (MORAES; COLLA, 2006). Podem ser 
citados: ácidos graxos poli-insaturados (PUFAs) (ácido  eicosapentaenóico - EPA,  
ácido  docosahexaenóico – DHA e ácido  araquidônico - ARA) essenciais para 
nutrição humana e importantes no tratamento e prevenção de doenças 
cardiovasculares, artrite, e o uso por lactantes para o desenvolvimento do bebê 
(WEN; CHEN, 2003; KURATKO; SALEM, 2013; CHEN et al., 2015a; WANG et al., 
2015), e vitaminas A, B e E, com importantes funções para nosso organismo 
(BROWN; FARMER, 1994; CARBALLO-CÁRDENAS et al., 2003; HE; LI; CHEN, 
2005; DURMAZ, 2007). 
Outros produtos com grande aplicação nutracêutica são os carotenoides 
(luteína, astaxantina, β-caroteno, licopeno) com efeitos antioxidantes, 
anticancerígeno, anti-inflamatório, antiangiogênico, e melhora do sistema 
imunológico, como é o caso da astaxantina produzida pela microalga 
Haematococcus pluvialis e β-caroteno de Dunaliella salina (LI et al., 2011; 
PANGESTUTI; KIN, 2011; GONG; BASSI, 2016). 
Microalgas e seus produtos derivados são também utilizados pelas 
indústrias de cosmética como fonte para cosmecêuticos (produtos cosméticos 
contendo ingrediente biologicamente ativo), como por exemplo, em cremes com 
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efeito antienvelhecimento, clareadores, regenerante ou hidratantes. Outras 
aplicações cosméticas a partir de microalgas estão representadas em produtos para 
cabelo e proteção solar, pigmentos como corantes e polissacarídeos como 
espessantes. Estudos evidenciam a síntese de colágeno na pele, melhorando a 
regeneração dos tecidos e redução de rugas (STOLZ; OBERMAYER, 2005; WANG 
et al., 2015).  
Diferentes atividades biológicas, tais como imunomodulador, antibacteriana, 
anticoagulante, antimutagênico, antioxidantes, antiviral, anticancerígenos e anti-
inflamatórios, já foram descritas e relacionadas aos vários tipos de polissacarídeos 
produzidos por Isochrysis galbana, Chlorella ellipsoidea e Spirulina platensis (ARAD; 
ONTMAN, 2010; KURD; SAMAVATI, 2015; ABDELHEDI et al., 2016; QI; KIM, 2017). 
Diversos estudos descrevem as vantagens do uso das microalgas para 
produção de diferentes biocombustíveis (biodiesel, bioetanol, biogás e hidrogênio), 
em comparação com outras matérias primas disponíveis. As microalgas possuem 
alta taxa de crescimento, permitem o uso de água não potável, produção sazonal, 
maior síntese de lipídios, possibilidade de serem cultivadas em fotobiorreatores 
compactos, gerando uma produção sustentável e econômica (GOUVEIA; OLIVEIRA, 
2009; BRENNAN; OWENDE, 2010; NOBRE et al., 2013; MILANO et al., 2016; SU et 
al., 2017). Algumas espécies de microalgas (Chlorella protothecoides, C. vulgaris, 
Crypthecodinium cohnii, Dunaliella tertiolecta, Nannochloropsis sp., Scenedesmus 
obliquusI, Skeletonema costatum, Pseudokirchneriella subcapitata) apresentam um 
rendimento de óleo 3 vezes superior quando comparado com o biodiesel de soja 
(MATA; MARTINS; CAETANO, 2010; DEL RÍO et al., 2017).  
Outras pesquisas destacam o potencial das microalgas Desmodesmus sp. e 
Scenedesmus sp. no tratamento de diversos tipos de efluentes e águas residuais (JI 
et al., 2014; SCHERER et al., 2017). Esses micro-organismos apresentam alta 
capacidade em utilizar NH4+, NO3-, PO43- como nutrientes para seu desenvolvimento. 
As microalgas do gênero Scenedesmus sp. se destacam por apresentarem um 
potencial para absorção de íons de metais pesados, como Cr3+, Cd2+, Cu2+. 
Microalgas Spirulina platensis e Scenedesmus sp., e também na mitigação de gases 
poluentes pela assimilação do CO2 como fonte de carbono, provenientes da queima 
de combustíveis fosseis e indústrias (CHOJNSCKA; CHOJNACKI; GÓRECKA, 2005; 
MUNOZ; GUIEYSSE, 2006; WANG et al., 2008; CHEN et al., 2013; GRESSLER et 
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al., 2014; KUMAR et al., 2015; ZHOU et al., 2015; BAICHA et al., 2016; TURON et 
al., 2016; KASSIM; MENG, 2017). 
Recentemente, as microalgas têm sido empregadas na agricultura como 
biofertilizantes e bioestimulantes de solos e plantas (GARCIA-GONZALEZ; 
SOMMERFELD, 2015; CHEW et al., 2017), e são comercializadas com a alegação 
de melhorar o rendimento do plantio, aumentar a floração e o número de frutos, 
melhorar sua qualidade com aumento no valor nutricional, maior desenvolvimento de 
raízes, capacidade em promover a regeneração de tecido e aumento a resistência a 
pestes (ALLGROW, 2017; ALGAENERGY, 2017). Alguns estudos atribuem esse 
efeito em plantas a provável ação dos hormônios vegetais contidos em extratos das 
microalgas Chlorella pyrenoidosa, Scenedesmus armatus, Nannochloropsis 
oceânica, como as auxinas, citocininas e giberelinas (MAZUR; KONOP; SYNAK, 
2001; STIRK et al., 2013a; b). 
Os dados apresentados revelam que a aplicação biotecnológica das 
microalgas já é uma realidade e em contínua expansão para novos produtos.  
 
2.4  ATIVIDADE BIOESTIMULANTE VEGETAL 
 
A agricultura mundial mantém-se em constante expansão, sendo um dos 
maiores desafios o desenvolvimento de novos sistemas sustentáveis e 
ambientalmente corretas (POVERO et al., 2016).  Estima-se que até o ano de 2050 
a produção de alimentos deva dobrar para atender a uma projeção mundial de 9 
bilhões de pessoas (ORGANIZAÇÃO DAS NAÇÕES UNIDAS PARA 
ALIMENTAÇÃO E AGRICULTURA (FAO), 2017). Nos últimos anos, a agricultura 
tem sido aprimorada com novas tecnologias que visam o aumento expressivo da 
produtividade (BARDIVIESSO et al., 2011). Entretanto, os sistemas agrícolas atuais 
são não sustentáveis, dependentes de produtos como fertilizantes sintéticos, que 
compromete a sustentabilidade dos ecossistemas agrícolas a médio e longo prazo. 
Os fertilizantes sintéticos derivam de fontes finitas (combustíveis fósseis, reservas 
minerais) para produção e estão constantemente relacionados a problemas 
ambientais, como eutrofização de recursos hídricos, infertilidade dos solos, 
acidificação e aumento da salinidade dos solos, geração de gases do efeito estufa e 
destruição da camada de ozônio devido sua composição apresentar grandes 
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quantidades de nitrogênio, fósforo e potássio (UDVARDI et al., 2015; CHEN et al., 
2017). 
Os fertilizantes nitrogenados estão entre os mais utilizados e os que causam 
maior impacto ambiental. Sua produção, distribuição e a aplicação mecânica a 
campos agrícolas, consomem grande quantidade de combustíveis fósseis, 
produzindo quantidades correspondentes de dióxido de carbono (CO2) (UDVARDI et 
al., 2015; EPA, 2017). Adicionalmente, cerca de metade de todo fertilizante 
nitrogenado aplicado aos campos é capturado e usado pela cultura alvo, enquanto o 
resto é perdido para o meio ambiente, contribuindo substancialmente para as 
emissões de gases de efeito estufa (FLYNN; SMITH, 2010; UDVARDI et al., 2015; 
ENVIRONMENTAL PROTECTION AGENCY (EPA), 2017). 
O Brasil é um importante consumidor mundial de fertilizantes sintéticos, 
ficando atrás apenas da China, Índia e Estados Unidos. No entanto, a produção 
brasileira de fertilizantes é insuficiente para atender sua própria demanda, 
recorrendo à importação para suprir o mercado interno. Estima-se que 75% de todo 
fertilizante sintético consumido decorre de importação (ANDA, 2015). 
O uso de bioestimulantes ou biofertilizantes vegetais é uma prática 
crescente na agricultura moderna, e vem sendo considerado uma alternativa, 
rentável e sustentável, ao uso de fertilizantes sintéticos (EMPRESA BRASILEIRA DE 
PESQUISA AGROPECUÁRIA (EMBRAPA), 2016). Sua utilização tem por objetivo 
melhorar qualitativa e quantitativamente a produtividade das culturas, assim como, 
diminuir a poluição e os impactos ambientais (SPINELLI et al., 2009; MORAES, 
2015a; SCAGLIA; POGNANI; ADANI, 2017). 
Na Europa, o Conselho Europeu da Indústria de Bioestimulante define os 
bioestimulantes vegetais como produtos que contém substâncias e/ou 
microrganismos que quando aplicadas às plantas ou à rizosfera, são capazes de 
estimular processos naturais para aumentar ou melhorar a absorção de nutrientes, a 
eficiência nutricional, a tolerância a estresses abióticos, e a qualidade do cultivo 
(EUROPEAN BIOSTIMULANTS INDUSTRY COUNCIL (EBIC), 2015). Nos Estados 
Unidos, os bioestimulantes vegetais são definidos como substâncias e/ou micro-
organismos, que quando aplicados em pequenas quantidades podem aumentar o 
crescimento e desenvolvimento da planta, melhorar a eficiência de absorção de 
nutrientes ou a redução das perdas de nutrientes para o ambiente, bem como 
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melhorar a estrutura do solo, função ou desempenho e assim aumentar a resposta 
da planta (BIOSTIMULANTS COALITION, 2017). 
Em termos de aspectos legais no Brasil, os biofertilizantes vegetais estão 
dispostos na lei de fertilizantes no 6.894, regulado pelo decreto no 4.954 de 2004, e 
atualizado através do decreto no 8.059 de 2013, que define biofertilizante como: 
“Produto que contém princípio ativo ou agente orgânico, isento de 
substâncias agrotóxicas, capaz de atuar, direta ou indiretamente, sobre o 
todo ou parte das plantas cultivadas, elevando a sua produtividade, sem ter 
em conta o seu valor hormonal ou estimulante” (BRASIL, 2013). 
A definição e o conceito de bioestimulante vegetal ainda não está bem 
estabelecido no Brasil, uma vez que a lei não cita o termo “bioestimulante”. Segundo 
o pesquisador da Embrapa Hortaliças, Daniel Zandonadi, os produtos biofertilizantes 
pertençam à classe de bioestimulantes (MORAES, 2015b). Já a Associação 
Brasileira das Indústrias de Tecnologia em Nutrição Vegetal (ABISOLO) define 
bioestimulantes como reguladores de crescimento, e não fertilizantes, e recomenda 
o uso do termo biofertilizantes apenas para produtos associados a nutrição de 
plantas (ABISOLO, 2015). Schmidt (1992) define bioestimulantes como substâncias 
que contêm hormônios vegetais que podem estimular o crescimento quando 
aplicadas de forma exógena. 
Essas substâncias, chamadas de bioestimulantes, são aplicadas 
diretamente nas plantas (folhas ou frutos) ou em sementes, e apresentam 
capacidade de promover ou modificar os processos morfológicos e fisiológicos a fim 
de aumentar a produtividade dos cultivos em diferentes estágios (CASTRO, 2006; 
DU JARDIN, 2015; MORAES, 2015b). O uso de bioestimulantes acarreta em maior 
tolerância aos estresses bióticos e abióticos nas plantas, aumento na 
biodisponibilidade de nutrientes e minerais, resistência a patógenos, maior 
crescimento das raízes e brotos, melhorando o crescimento, qualidade e 
produtividade da planta (CALVO; NELSON; KLOEPPER, 2014; SCAGLIA; 
POGNANI; ADANI, 2017). Esses efeitos estão associados à capacidade desses 
compostos em influenciar a atividade hormonal nas plantas (CATO, 2006).  
Diversos produtos têm sido comercializados como biofertilizantes e 
bioestimulantes agrícolas (POVH, 2008; CARVALHO; CASTRO, 2014; 
BATTACHARYYA et al., 2015). Em 2016, o mercado global de bioestimulantes 
movimentou 1,97 bilhões de dólares, e há uma estimativa de crescimento de 11% 
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até 2021 alcançando 3,3 bilhões de dólares (MARKETDATAFORECAST, 2016). 
Segundo a Agronews (2016), na América Latina o mercado de bioestimulantes é 
dominado pelo Brasil, que em 2014 teve um consumo de 42%, esse consumo se 
deve a adoção e busca por práticas agrícolas sustentáveis. 
Esses produtos possuem diferentes variações em sua composição. Podem 
ser compostos por reguladores vegetais, ou reguladores vegetais associados a 
aminoácidos, nutrientes, vitaminas, substâncias húmicas, hidrolisado de proteínas, 
extrato de algas, microrganismos e outros (CASTRO, 2006; ABDEL-RAOUF; AL-
HAMAIDAN; IBRAHEEM, 2012; CALVO; NELSON; KLOEPPER, 2014; CANELLAS 
et al., 2015; COLLA et al., 2015; MORAES, 2015a; SAA et al., 2015; EMBRAPA, 
2016; BIOSTIMULANTS COALITION, 2017). 
Entre os produtos comercializados como bioestimulantes de eficácia 
comprovada, destaca-se o uso de extratos de macroalgas, em maioria derivados da 
espécie Ascophyllum nodosum (KHAN et al., 2009). De modo geral, os extratos de 
macroalgas são constituídos de macro e micronutrientes, aminoácidos, 
oligossacarídeos e hormônios vegetais, especificamente por citocininas, auxinas, 
ácido abscísico e giberelinas (RIOUX; TURGEON; BEAULIEU, 2007; 
TARAKHOVSKAYA; MASLOV; SHISHOVA, 2007; KHAN et al., 2009; CRAIGIE, 
2011; RENGASAMY et al., 2016). Esses compostos interagem de forma sinergica, 
para aumentar o crescimento de plantas terrestres. Entretanto, o grande desafio das 
indústrias é manter a disponibilidade de fonte de material, no caso, as macroalgas, 
uma vez que sua colheita tem sido controversa em função dos potenciais impactos 
biológicos (CRAIGIE, 2011; SEELEY; SCHLESINGER, 2012; HALAT et al., 2015). 
Microalgas têm sido propostas como uma fonte interessante e quase 
ilimitada na busca de novos compostos bioativos. As vantagens da sua utilização 
estão associadas a possibilidade de serem usadas em condições controladas e sua 
capacidade em produzir metabólitos em diferentes condições (PLAZA et al., 2009). 
Estudos têm relatado o potencial das microalgas como bioestimulante vegetal 
(SHAABAN, 2001; HUSSAIN; HASNAIN, 2011; GARCIA-GONZALEZ; 
SOMMERFELD, 2015; ELARROUSSI et al., 2016), por apresentarem em sua 
composição diferentes substâncias como aminoácidos (JIE et al., 2008; RAMOS; 
BICUDO; MOURA, 2015), proteínas, polissacarídeos, vitaminas, minerais 
(PRIYADARSHANI; RATH, 2012; CHEW et al., 2017) e hormônios vegetais (LU; XU, 
2015), também chamados de fitormônios (GASPAR et al., 1996). 
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Já existem produtos comercialmente disponíveis provenientes de 
microalgas. Esses produtos são caracterizados por conter elevado teor de 
aminoácidos livres, polissacarídeos, antioxidantes, fitormônios e oligoelementos 
(ALGAENERGY, 2017; ALLGROW, 2017; BIORIZON, 2017), entretanto, nenhum 
desses produtos são de origem nacional. 
Estudos utilizando extratos derivados de diferentes espécies de microalgas, 
demostraram um claro efeito benéfico no desenvolvimento de plantas (Tabela 3). Os 
efeitos bioestimulantes foram atribuídos a provável ação de fitormônios contidos 
nesses extratos de microalgas (STIRK et al., 2002; JÄGER et al., 2010; HUSSAIN; 
HASNAIN, 2011). 
 
TABELA 3 - APLICAÇÃO DE MICROALGAS COM ATIVIDADE BIOESTUMULANTE VEGETAL 
PLANTA EFEITO MICROALGA REFERÊNCIA 
Pepino 
Aumento no número de raízes 





STIRK et al., 2002. 
Milho 
Pepino 
Aumento nas anteras de milho 
Aumento número de raízes e 
peso dos cotilédones de 
pepino 
Klebsormidium sp. 
Neochloris sp. JÄGER et al., 2010. 
Trigo 
Aumento do peso seco e 
maior absorção de 
macronutrientes nas plantas 
Scenedesmus sp. SHAABAN; EL-SAADY; EL-SAYED, 2010. 
Trigo 
Maior altura da parte área da 
planta, aumento no 
comprimento das espigas, 
aumento peso seco e número 
de grãos de trigo 
Chroococcidiopsis sp. HUSSAIN; HASNAIN, 2011. 
Tomate Aumento do comprimento e volume dos hipocótilos 
Desmodesmus 
subspicatus* MAZEPA, 2013. 
Trigo 
Milho 
Maior aceleração da 
germinação das sementes e 
produtividade em plantas 
adultas 
Spirulina máxima MORAES, 2015a. 
Tomate 
Pimenta 
Aumento no tamanho das 
plantas, maior densidade nas 
raízes 
Spirulina platensis ELARROUSSI et al., 2016. 
Tomate 
Germinação mais rápida, 
maior crescimento das 
plantas, aumento no número 
de frutos 
Acutodesmus dimorphus GONZALEZ; SOMMERFELD, 2015. 
Tomate 
Aumento na massa dos frutos, 
área foliar, aumento da massa 
fresca e seca das folhas, 
maior diâmetro do caule apical 
Desmodesmus 
subspicatus* GEMIN, 2016. 
NOTA: * Citada como Scenedesmus subspicatus. 
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Fitormônios são moléculas orgânicas, não nutrientes, encontrados de forma 
natural durante todos os estágios de desenvolvimento das plantas, são produzidos e 
transportados em diferentes locais nas plantas, estão presentes em concentrações 
muito baixas, aproximadamente picogramas por grama de biomassa seca 
(TARKOWAKÁ et al., 2014), e são responsáveis pelos processos fisiológicos e 
morfológicos em plantas (VOB et al., 2014). As principais classes de fitormônios são 
constituídos por: auxinas (AIA), citocininas (CKs), giberelinas (GAs), ácido abscísico 
(ABA) e etileno (ET), e mais recentemente, ácido jasmônico (AJ), brassinosteróides 
(BRs), ácido salicílico (AS) e estrigolactona (SL) (TARKOWAKÁ et al., 2014; WANI 
et al., 2016). Essas classes podem atuar de forma sinérgica ou antagonista 
(SHIGENAGA; ARGUESO, 2016). 
As auxinas estão envolvidas nos processos de crescimento e 
desenvolvimento das plantas. O ácido indol acético (AIA), forma mais predominante 
de auxina, é responsável pela expansão, divisão, alongamento e diferenciação 
celular, e possui importante papel no desenvolvimento de plantas sob condições de 
estresse (TEALE; PAPONOV; PALME, 2006; NAPIER, 2017). As citocininas estão 
relacionadas a quase todos os processos de crescimento e desenvolvimento das 
plantas, sendo responsáveis pela divisão e diferenciação celular, formação de raízes 
e brotos, e senescência de folhas, sendo a zeatina a citocinina mais abundante 
(SAKAKIBARA, 2006; WERNER; SCHMÜLLING, 2009). As giberelinas estão 
envolvidas em funções como expansão foliar, alongamento do caule, floração e 
desenvolvimento do fruto. Cerca de 100 giberelinas diferentes já foram descobertas, 
porém somente algumas, como GA1, GA3, GA4 e GA7, apresentam atividade 
(YAMAGUCHI, 2008). O ácido abscísico (ABA), está ligado a respostas de estresse 
biótico e abiótico das plantas, atua no desenvolvimento do embrião, maturação, 
dormência e germinação das sementes e fechamento dos estômatos (TARKOWAKÁ 
et al., 2014). Diversos estudos já evidenciaram a presença de diferentes classes de 
fitormônios endógenos em microalgas Tabela 4. 
Embora os processos de biossíntese desses fitormônios em plantas sejam 
muito bem descritos na literatura (SANTNER; VILLALOBOS; ESTELLE, 2009), em 
microalgas, seu papel fisiológico e efeitos endógenos ainda não são confirmados, e 
suas vias metabólicas não são conhecidas (TARAKHOVSKAYA; MASLOV; 
SHISHOVA, 2007; BAJGUZ, 2009a; STIRK et al., 2011; LU et al., 2014; LU; XU, 
2015). 
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TABELA 4 - FITORMÔNIOS ENCONTRADOS EM DIFERENTES ESPÉCIES DE MICROALGAS  
MICROALGA MÉTODO DE EXTRAÇÃO FITORMÔNIO REFERÊNCIAS 
Dunaliella parva 
Chlamydomonas reinhardtii Químico
a,b Ácido abscísico  TIETZ et al., 1989. 











Químicoa Citocininas ÖRDÖG et al., 2004 
Chlorella vulgaris  Químicoc Ácido abscísico  BAJGUZ, 2009a. 
Chlorella vulgaris Químicob, e Brassinosteróides BAJGUZ, 2009b. 
Chlorella minutissima 
Chlorella sp. Químico





























STIRK et al., 2014. 
Desmodesmus subspicatus* Químicog Citocinina MALBURG, 2016. 
NOTA: a etanol; b metanol; c acetona; d acetonitrila; e clorofórmio; f nitrogênio líquido; g água; 
h sonicador.* Citada como Scenedesmus subspicatus. 
 
A utilização de microalgas como matéria-prima para produção de 
bioestimulantes vegetais é bastante promissora, se mostrando renovável e 
sustentável, com potencial para colaborar no aumento da produtividade dos 
sistemas de produção agrícola no Brasil. Adicionalmente, o uso da microalga para 
essa finalidade oferece uma nova visão e apresenta uma nova oportunidade no 
desenvolvimento de produtos biotecnológicos. 
Trabalhos anteriores envolvendo fitormônios, algas e atividade 
bioestimulante vegetal já foram descritos na literatura, entretanto, existem poucos 
estudos detalhando a estrutura química e a relação entre os compostos obtidos de 
microalgas e a atividade bioestimulante. Desta forma, o presente trabalho visa 
explorar o potencial da microalga Desmodesmus subspicatus como fonte de extratos 
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naturais bioestimulantes e identificar a influência do meio e condições de cultivo 








A espécie de microalga utilizada neste estudo foi Desmodesmus subspicatus 
(HEGEWALD, 2000), cedida pelo Grupo de Pesquisa Integrado de Aquicultura (GIA-
UFPR), identificada pelo Instituto de Botânica de São Paulo e preservada na coleção 
de culturas de microalgas na Universidade Federal Fluminense - UFF.  
 
3.2 MEIOS DE CULTIVO  
 
Os meios de cultura utilizados nesse trabalho foram WC (GUILLARD; 
LORENZEN, 1972) CHU (adaptado ABNT NBR 12648) e BG11 (STANIER et al., 
1971) conforme a composição descrita na Tabela 5. Todos os meios de cultura 
tiveram seu pH inicial ajustado para 7,0 e foram autoclavados (121 ºC por 15 
minutos em 1 atm), antes do processo de inoculação. 
 
TABELA 5 - COMPOSIÇÃO DOS MEIOS DE CULTIVO WC, CHU E BG11 
                                                                                     (continua)   






C6H8O7 - - 6.10-3 
CaCl2.2H2O 3,6.10-2 - 3,6.10-2 
CaCl3.2H2O - 2,5.10-2 - 
C10H14N2NaO8 4,36.10-3 5.10-1 1.10-3 
FeSO4.7H2O - 4,98.10-2 - 
H3BO3 - 1,142.10-1 2,86.10-3 
K2HPO4 8,7.10-3 7,5.10-2 4.10-2 
KH2PO4 - 1,75.10-1 - 
KOH - 3,1.10-1 - 
MgSO4.7H2O 3,6.10-2 7,5.10-2 7,5.10-2 
Na2CO3 - - 2.10-2 
Na2SiO3.9H2O 2,8.10-2 - - 
NaCl - 2,5.10-2 - 
NaHCO3 1,26.10-2 - - 
NaNO3 8,5.10-2 2,5.10-1 1.5.10-0 
C6H11FeNO7 - - 6.10-3 
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                                                                                                            (conclusão) 






Co(NO3)2.6H2O - 4,9.10-6 4,94.10-5 
CoCl2.6H2O 1.10-3 - - 
CuSO4.5H2O 1.10-3 1,57.10-5 7,9.10-5 
FeCl3.6H2O 3,15.10-3 - - 
H3BO3 1.10-4 - 2,86.10-3 
MnCl2.4H2O 1,8.10-3 1,44.10-5 1,81.10-3 
Na2MoO4.2H2O 6.10-2 7,1.10-6 3,9.10-4 
ZnSO4.7H2O 2.10-3 8,82.10-5 2,22.10-4 
VITAMINAS 
Biotina 5.10-7 - - 
Tiamina 1.10-4 - - 
Cianocobalamina 5.10-7 - - 
TAMPÃO 
TRIS 5.10-1 - - 
 
3.3 MANUTENÇÃO DAS CEPAS 
 
Após o recebimento da cepa de origem, 200 μL da cultura foi inicialmente 
repicada em tubos de ensaio de 50 mL, contendo 10 mL de meio de cultivo. Em 
seguida, as cepas foram mantidas por 10 dias em estantes de cultivo, sob 
iluminação de aproximadamente 111,5 μmol m-2 s-1, obtida por meio de lâmpadas 
fluorescentes, com fotoperíodo 12:12 h e temperatura constante de 23 °C ± 2 °C. 
Agitação manual foi realizada a cada 2 dias, promovendo a ressuspensão das 
células, com o objetivo de impedir decantação prolongada. 
 
3.4 PRODUÇÃO DE INÓCULO  
 
A fim de se obter o inóculo inicial, realizou-se a transferência de 10 mL de 
uma cultura estoque (conforme item 3.3) para um Erlenmeyer de 250 mL, com 
volume útil de 200 mL, cultivados por 6 dias. Após esse período, os cultivos foram 
repicados para um Erlenmeyer de 2 L, com volume útil de 1,8 L, e cultivados por um 
período de 12 dias. Para determinar a quantidade de inóculo (mL) necessária aos 




As placas foram mantidas até crescimento das microalgas. Seguidamente as 
placas de tratamentos, onde visivelmente observou-se menor crescimento 
bacteriano, foram repicadas para meio de cultivo liquido estéril e mantidas até que 
houvesse o crescimento das microalgas isoladas.  
 
3.5.2 Avaliação da Pureza da Cepa Axênica 
 
Após o crescimento das microalgas isoladas em meio liquido, essas foram 
avaliadas quanto sua pureza. Amostras das cepas isoladas foram inoculadas em 
placas de Petri, contendo meio BG11 com ágar (7 g L-1) e glucose a 1% (v/v), 
esgotando-se o material por meio de estrias na superfície do meio. As placas foram 
mantidas até houvesse o crescimento das microalgas e avaliadas quando ao 
desenvolvimento de algum micro-organismo contaminante. 
 
3.6 CONDIÇÕES DE CULTIVO  
 
3.6.1 Cultivos Autotrófico  
 
Os cultivos de microalgas foram realizados em escala laboratorial, conforme 
Figura 5, em frascos Erlenmeyer com capacidade de 2 L. O volume útil utilizado para 
cada frasco Erlenmeyer foi de 1,8 L, independentemente do meio de cultivo utilizado 
(item 3.2).  
Todos os cultivos foram mantidos em ambiente climatizado, com 
temperatura controlada a 23 ºC ± 2 ºC, iluminação de aproximadamente 111,5 μmol 
m-2 s-1 obtida por meio de lâmpadas fluorescentes, com fotoperíodo 12:12 h, aeração 
constante realizada por compressor, regulado com auxílio de um fluxômetro, com 
fluxo de ar de aproximadamente 1,66 vvm. Todo ar injetado foi tratado através de 
um filtro coalescente com porosidade de 1 μm. Devido à evaporação da água nos 
cultivos, diariamente adicionou-se água de osmose reversa estéril para manutenção 
do nível e evitar a concentração do meio. Os cultivos autotróficos tiveram duração de 
12 dias. A biomassa foi então recuperada por centrifugação (2607 x g, 20 min, 4°C) 




FIGURA 5 - ARMÁRIO PARA SISTEMA DE CULTIVO AUTOTRÓFICO E MIXOTRÓFICO DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus 
 
NOTA: A: Fluxômetro;  B: Lâmpadas fluorescentes; C: Entrada de ar comprimido. 
 
3.6.2 Cultivos Mixotróficos  
 
O estudo do crescimento mixotrófico foi realizado, utilizando uma cepa de 
microalgas livre de contaminações (cepa axênica – item 3.5), culturas sob condições 
de crescimento autotrófico foram usadas como inóculo inicial (item 3.4). Os cultivos 
de microalgas foram realizados em frascos Erlenmeyer com capacidade de 2 L. O 
volume útil utilizado para cada frasco Erlenmeyer foi de 1,8 L, em meio de cultura 
CHU (adaptado ABNT NBR 12648). Como fonte de carbono usou-se glucose nas 
concentrações de 1, 5 e 10 g L-1. 
Todos os cultivos foram mantidos em ambiente climatizado, com 
temperatura controlada a 23 ºC ± 2 ºC, iluminação de aproximadamente 111,5 μmol 
m-2 s-1, obtida por meio de lâmpadas fluorescentes, com fotoperíodo 12:12 h, 
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aeração constante realizada por compressor, regulado com fluxo de ar de 
aproximadamente 1,66 vvm. Todo ar injetado foi tratado através de um filtro 
coalescente com porosidade de 1 μm. Os cultivos mixotróficos tiveram duração de 9 
dias. A biomassa foi então recuperada por centrifugação (2607 x g, 20 min, 4°C) 
seguida de liofilização. 
 
3.6.3 Cultivos Heterotróficos   
 
Os cultivos heterotróficos foram realizados utilizando uma cepa de 
microalgas livre de contaminações (cepa axênica – item 3.5). As culturas sob 
condições de crescimento autotrófico foram usadas como inóculo inicial (item 3.4). 
Os cultivos de microalgas foram realizados em frascos Erlenmeyer com capacidade 
de 1 L. O volume útil utilizado para cada frasco Erlenmeyer foi de 800 mL, em meio 
de cultura CHU (adaptado ABNT NBR 12648). Como fonte de carbono usou-se 
glucose nas concentrações de 1, 5 e 10 g L-1. 
Os cultivos foram realizados em um shaker horizontal, com ausência total de  
iluminação, temperatura controlada a 23 ºC ± 2 ºC, agitação constante de 160 rpm.  
Os cultivos heterotróficos tiveram duração de 9 dias. A biomassa foi então 
recuperada por centrifugação (2607 x g, 20 min, 4°C) seguida de liofilização. 
 
3.6.4 Cultivo em Fotobiorreator (FBR) 
 
O escalonamento do cultivo da microalga Desmodesmus subspicatus em 
escala laboratorial para a escala piloto foi realizado através de um fotobiorreator 
(FBR) de 100 L (Figura 6). Primeiramente foi preparado o inóculo de acordo com a 
sessão descrita no item 3.4. A água utilizada no FBR, foi submetida a um processo 
de filtração com elemento filtrante de 5-15 μm, seguida por desinfecção com 
Hipoclorito de Sódio (5 ppm), por 1 h, e neutralização com Tiossulfato de Sódio  
(0,02 g L-1).  
Posteriormente, o inóculo foi adicionado, contendo um número inicial de 
células de aproximadamente 15 x 105 cél mL-1. O FBR foi mantido em ambiente com 
temperatura controlada a 23 ºC ± 2 ºC, iluminação de aproximadamente 309,2 μmol 
m-2 s-1, obtida por meio de lâmpadas LED (Light Emitting Diode), com fotoperíodo 
12:12 h, aeração constante realizada por compressor de ar comprido, regulado com 
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3.7.2 Biomassa Seca 
 
A concentração de biomassa seca em (g L-1) dos cultivos foi determinada 
diariamente, com base na metodologia de sólidos totais, adaptada de APHA (2005). 
Para eliminar a influência da umidade presente nos papéis de filtro, estes foram 
previamente secos em estufa a 60°C por aproximadamente 24 horas. Após este 
procedimento, 25 mL da amostra de cultivo foi filtrada, com auxílio de uma bomba de 
vácuo, e transferida para estufa a 60 °C até massa constante. 
A determinação da biomassa seca (g L-1) foi feita através da diferença entre 




PPB 12   (1) 
 
onde: 
B = Biomassa seca (g L-1); 
P1 = Massa do papel filtro seco (g); 
P2 = Massa do papel de filtro com biomassa seca; 
V = Volume de amostra filtrada (mL). 
 
3.7.3 Determinação dos Parâmetros Cinéticos 
 
A taxa de crescimento intrínseca é uma medida do número de duplicações 
que ocorrem por unidade de tempo em uma cultura de crescimento exponencial. A 
fase exponencial (linha reta) do crescimento foi cuidadosamente determinada e a 
taxa de crescimento específica foi obtida determinada de acordo com Wood, 








r = taxa de crescimento intrínseca (dia-1); 
Xf = densidade celular no final da fase logarítmica (cél mL-1); 
Xi = densidade celular no início da fase logarítmica (cél mL-1); 
51 
tf = dia final da fase logarítmica (dia); 
ti = dia inicial da fase logarítmica (dia). 
O tempo necessário para que ocorra uma duplicação da densidade celular é 








T2: tempo de duplicação (dia); 
r: taxa de crescimento intrínseca (dia-1). 
 
3.7.4 Métodos Colorimétricos  
 
3.7.4.1 Determinação de Carboidratos Totais 
 
Para a dosagem de açúcares totais na biomassa seca (20 mg), foi realizada 
previamente uma extração ácida com 1 mL de H2SO4 a 80% (v/v) por 20 horas 
(MYKLESTAD; HAUG, 1972). Durante a adição do ácido e nas 4 horas 
subsequentes, os frascos contendo as amostras foram mantidos em banho de gelo 
para evitar a carbonização das amostras. Após o período de extração, as amostras 
foram diluídas em 9 mL de água ultrapura, centrifugadas (2607 x g, 15 min, 4 °C) e 
os sobrenadantes obtidos submetidos a dosagens de açúcares totais utilizando o 
método do fenol-ácido sulfúrico (DUBOIS et al. 1956). Uma curva-padrão de glucose 
foi plotada a cada dosagem, com intervalo de detecção entre 10-50 μg, a partir de 
uma solução 1 mg mL-1 do padrão em água destilada. 
 
3.7.4.2 Determinação de Proteínas 
 
Para a dosagem de proteínas na biomassa seca (5 mg), foi previamente 
realizado uma extração alcalina, adicionando 5 mL de NaOH 0,1 mol L-1, a 100 °C, 
por 1 hora (VEGA; ESQUIVEL; VOLTOLINA, 2007). Na sequência, os extratos 
obtidos foram centrifugados (2607 x g, 15 min, 4°C), e os sobrenadantes submetidos 
a dosagens de proteínas totais de acordo com o método de Lowry et al. (1951). Uma 
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curva-padrão de albumina soro bovina foi plotada a cada dosagem, com intervalo de 
detecção entre 10-90 μg, a partir de uma solução 1 mg mL-1 do padrão em água 
destilada. 
 
3.7.5 Determinação de Lipídios Totais 
 
Para a determinação dos lipídios totais foi utilizada a metodologia de Bligh e 
Dyer adaptada por Rodríguez, Palau, López (2007). As amostras de biomassa seca 
(50 mg) foram primeiramente extraídas com 3 mL de solução de clorofórmio e 
metanol 99,8% na proporção de 1:2 (v/v), sonicadas por 15 min, e posteriormente 
incubadas a 4 °C por 24 h, para favorecer a extração de lipídeos.  
Após, as amostras foram novamente sonicadas por 15 min e centrifugadas 
(2607 x g, 20 mim, 4°C.) A fase clorofórmio:metanol foi recuperada e transferida 
para um tubo de centrífuga. Foram adicionados mais 1,5 mL de solução 
clorofórmio:metanol à biomassa residual, e a centrifugação foi repetida nas mesmas 
condições anteriores. A fase clorofórmio:metanol foi então recuperada e transferida 
para o tubo de centrífuga.  
Foi então adicionado 2 mL de água ultrapura e 1 mL de clorofórmio à fase 
reservada. A mistura foi agitada e centrifugada em 2607 x g por 10 min, e a fase 
inferior (fase clorofórmica) transferida para um vial previamente pesado. A fase 
aquosa foi novamente lavada com 1 mL de clorofórmio, agitada e centrifugada nas 
condições anteriores, e a fase clorofórmica transferida ao vial. O solvente foi 
evaporado em capela de exaustão até secura total. A determinação de lipídios pelo 
método gravimétrico foi realizada pela diferença entre o peso dos vials com e sem 
amostra e o percentual foi calculado pela seguinte equação 4:  
 
% 𝐿𝑖𝑝í𝑑𝑖𝑜𝑠 =  
(𝑉2 − 𝑉1)
𝐵
 𝑥 100 (4) 
 
onde:  
V1 = massa do vial vazio (g);  
V2 = massa do vial com lipídios (g);  
B = biomassa seca (g). 
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3.8 MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE VARREDURA (MEV) 
 
Para realização das análises de MEV, aproximadamente 5 mL de amostra 
foram fixadas em glutaraldeído 2,5% em tampão fosfato de sódio 0,1 M por 1 h, 
após a fixação uma pequena alíquota foi filtrada em membrana de policarbonato 
(1μm), seguida de lavagem com água ultrapura por 1 h. Após a lavagem, as células 
foram desidratadas, utilizando concentrações crescentes de etanol P. A. (30%, 40% 
50%, 60%, 70%, 90% e 95% v/v) por 10 min em cada concentração, adaptado de 
Shubert e Wilk-Wozniak (2003). Em seguida as amostras foram saturadas de CO2 
líquido (ponto crítico), metalização com ouro para avaliação sob o microscópio 
eletrônico de varredura TESCAN VEGA3 LMU, em voltagem 15 kV no Centro de 
Microscopia Eletrônica da UFPR (CME- UFPR). 
 
3.9 EXTRAÇÃO DE COMPOSTOS DE BAIXA MASSA MOLECULAR (< 1 kDa) DA 
BIOMASSA MICROALGAL 
 
Foram realizadas extrações aquosas, a partir das biomassas secas da 
microalga obtida a partir de diferentes meios de cultivo. As biomassas secas foram 
suspendidas em água ultrapura, na concentração 10% (m/v), em seguida foram 
submetidas a agitação mecânica e temperatura ambiente por 1 h. As amostras 
foram então centrifugadas a 2607 x g, 4 ºC por 15 mim. O sobrenadante foi 
recuperado e as biomassas residuais foram resubmetidas às extrações aquosas 
(agitação mecânica, 1h). Os sobrenadantes, obtidos a partir das duas extrações 
aquosas, foram então reunidos e liofilizados, originando as frações EA. Após 
liofilização as frações EA foram ressuspendidas em água ultrapura (10% m/v) e 
submetidas à diálise em sistema fechado (membrana cut-off de 1 kDa) em água 
ultrapura, com trocas de água a cada 2 h, por 4 vezes, gerando as frações E (eluído 
pela diálise) e R (retido pela diálise). As frações E (eluídos) foram utilizadas nos 
testes biológicos subsequentes 
 
3.10 MÉTODOS CROMATOGRÁFICOS  
 
3.10.1 Cromatografia de Exclusão 
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Objetivando o fracionamento dos extratos de microalgas, as frações E, 
obtidas dos cultivos de microalgas em meios WC, CHU e BG11, foram submetidos a 
cromatografias de exclusão. Os fracionamentos foram realizados em coluna de vidro 
contendo Bio-Gel P-2 (105 cm x 1,5 cm d.i., limite de exclusão de 100 – 1800 Da), 
com volume morto (Vo) de 45 mL, volume total (Vt) de 150 mL, sob fluxo de 
0,3 mL min-1, utilizando água ultrapura como eluente. As frações foram coletadas em 
tubos de ensaio utilizando coletor de frações programado por volume (3 mL). Os 
eluatos foram monitorados por dosagens de açúcares totais e proteínas totais 
(LOWRY et al., 1951; DUBOIS et al., 1956). 
 
3.10.2 Cromatografia de Ultra Eficiência Acoplada a Espectrometria de Massas 
(UHPLC-MS) 
 
Todas as frações E (eluída) e subtrações obtidas após cromatografia de 
exclusão foram analisadas por Cromatografia de Ultra Eficiência Acoplada a 
Espectrometria de Massas (UHPLC-MS). Os seus tempos de retenção foram 
comparados com os de padrões analítico. Cada padrão foi analisado separadamente 
para determinação do tempo de retenção individual. Uma curva de calibração foi 
gerada a partir de soluções padrão, para cada molécula.  
As amostras e os padrões de fitormônios N6-benziladenina (BA), 
N6-benziladenosina (BAR), dihidrozeatina (DZ), dihidrozeatina ribosídio (DZR), 
N6-isopenteniladenina (iP), cinetina (K), cinetina ribosídio (KR), trans-zeatina (tZ), 
trans-zeatina ribosídio (ZR), (+,-) -cis,trans-ácido abscísico (ABA), ácido 
indol-3-acético (AIA) e ácido giberélico (GA3) (adquiridos da empresa OlChemlm - 
República Tcheca), foram solubilizados em água ultrapura e metanol 99,9%, em 
proporção de 70:20 (v/v), previamente filtrados em unidades filtrantes com poro de 
0,22 µm.  
Os solventes utilizados na fase móvel foram, ácido fórmico 85%, acetonitrila 
99,9% e água ultrapura. A fase móvel consistiu de dois solventes: A e B. O solvente 
A consistiu de 0,1% de ácido fórmico em acetonitrila e o solvente B consistiu de 
0,1% de ácido fórmico em água ultrapura. 
A análise de cromatografia líquida foi realizada em um UHPLC Waters, 
equipado com coluna cromatográfica Ascentis® C18 (15 cm x 2,1 mm), com tamanho 
de partícula de 3 µm, utilizando os seguintes parâmetros cromatográficos: Volume 
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de injeção: 10 µL; Fluxo: 0,4 mL min-1; temperatura 40 °C e fase móvel com 
gradiente de solventes A e B (Tabela 6). 
 
TABELA 6- GRADIENTES DA FASE MÓVEL 
Tempo (min) Solvente Aa (%) Solvente Bb (%) 
0:01 3 97 
8:00 30 70 
10:00 50 50 
14:10 80 20 
20:00c 3 97 
NOTA: a Solvente A: 0,1% de ácido fórmico em acetonitrila; b Solvente B: 0,1% de ácido fórmico em 
água ultrapura; c Tempo total da cromatografia. 
 
O equipamento de UHPLC é acoplado a um espectrômetro de massas 
Xevo® G2-S QTof, sendo a fonte de ionização por eletrodispersão (eletrospray) e o 
gás nebulizador nitrogênio. A pressão do gás nebulizador, a temperatura do gás e a 
voltagem utilizada foram 4,0 Bar, 200 °C e 10,0 eV, respectivamente. 
 
3.11 MÉTODOS ESPECTROSCÓPICOS  
 
3.11.1 Ressonância Magnética Nuclear Monodimensional (1H, 13C) e bidimensional 
(HSQC) 
 
As análises por ressonância magnética nuclear (RMN) mono e 
bidimensionais, foram obtidas em espectrômetro da marca BRUKER, modelo DRX 
400, série Avance, com uma sonda de 5 mm (widebore probe), nas frequências 
bases de 400 MHz (13C) e 600 MHz (1H), em temperatura de 50 °C.  
Todas as frações E e subtrações obtidas após cromatografia de exclusão 
foram liofilizadas e solubilizadas em água deuterada (D2O, 99 %), em concentração 
de 80 mg mL-1 para as análises de 13C, e 20 mg mL-1 para as análises de 1H. Os 
deslocamentos químicos, expressos em ppm, foram determinados utilizando 
acetona como padrão interno, tanto para as análises de 13C (30,2 ppm) como para 
1H (2,224 ppm). 
 
3.12 ANÁLISES TERMOGRAVIMÉTRICAS 
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As análises termogravimétricas foram utilizadas para avaliação da perda de 
massa, em razão do aumento de temperatura, dos compostos presentes nas 
biomassas microalgais brutas de todos os cultivos, biomassas residuais dos extratos 
aquosos, extratos lipídicos, extratos aquosos e frações E dos cultivos autotróficos. 
Os ensaios de TGA foram realizados em equipamento de análise térmica 
simultânea, STA 449 NETZSCH. As amostras (5 mg) foram aquecidas em cadinho 
de alumina (Al2O3), entre 25 – 800 °C, com taxa constante de aquecimento de 
10 °C min-1 em atmosfera de nitrogênio. 
 
3.13 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE BIOESTIMULANTE VEGETAL 
 
3.13.1 Cultivo in vitro de Explante de Cenoura 
 
3.13.1.1 Desinfestação  
 
Os experimentos foram conduzidos no Laboratório de Micropropagação 
Vegetal, localizado no Departamento de Botânica, Setor de Ciências Biológicas, da 
Universidade Federal do Paraná, Curitiba - PR. 
Primeiramente, foi realizada uma desinfestação das cenouras (Daucus 
carota), através de lavagens em água corrente e detergente comercial. Em seguida, 
a cenoura foi cortada em rodelas, de cerca de 0,5 cm de espessura, e imersas em 
uma solução com etanol 70%, durante 1 min. Após esse tempo, as rodelas foram 
retiradas e imersas em solução de Hipoclorito de Sódio 5% acrescido de Tween 20 
0,1%, durante 20 min sob agitação. Ao final desse processo, os pedaços de cenoura 
foram lavados com água ultrapura estéril, por seis vezes.  
 
3.13.1.2 Obtenção dos Explantes 
 
Em condições assépticas, as rodelas de cenouras foram transferidas para 
uma placa de Petri estéril, e com um auxílio de um bisturi estéril foram desprezadas 





TABELA 7- COMPOSIÇÃO DO MEIO MURASHIGE E SKOOG (MS) 


















Ácido Nicotínico 5.10-4 
Glicina 2.10-3 
Piridoxina HCl 5.10-4 
Tiamina HCl 1.10-4 
OUTROS 
Ágar 1.101 
Mio-inositol (C6H12O6) 1.10-1 
Sacarose 3.101 
     FONTE: Toshio e Skoog (1962). 
 
Os explantes da cenoura foram mantidos a 25 °C, no escuro por um período 
de 30 dias. Após os explantes tratados com os extratos microalgais foram 
submetidos a análises qualitativas quando ao desenvolvimento de calos. 
 
3.13.2 Bioensaios com Sementes de Tomate 
 
Os bioensaios foram realizados no departamento de Bioquímica da UFPR – 
Setor de Ciências Biológicas. Sementes de tomate (Solanum Lycopersicon,cultivar 
Santa Clara) foram distribuídas em caixas GERBOX, forradas com papel filtro. Os 
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filtros foram previamente embebidos em soluções de frações E, obtidas a partir de 
cultivos autotróficos em meios WC, CHU e BG11 (item 3.9), nas concentrações 0,1; 
0,5; 1; e 2 g L-1. Produto comercial ACADIAN™ (extrato de macroalga), na 
concentração de 2 mL L-1, foi utilizado como controle positivo e água ultrapura como 
controle negativo. O delineamento experimental utilizado foi o inteiramente 
casualizado, totalizando 6 tratamentos, realizado em quadruplicata para cada 
tratamento, sendo que cada repetição constitui-se de Gerbox com 20 sementes. 
Após 14 dias, em uma câmara vertical incubadora - BOD (Biochemical 
Oxygen Demand – Demanda Bioquímica de Oxigênio) com temperatura média de 
25 ºC e desprovidos de luz, foram avaliados o número de sementes germinadas (%), 
o comprimento (cm) e o volume (cm3) dos hipocótilos, através do programa 
computacional Win Rhizo® acoplado a Scanner. 
 
3.13.3 Bioensaios com Milho  
 
3.13.3.1 Desinfestação das Sementes 
 
Inicialmente as sementes de milho (Zea mays L.) foram imersas em etanol 
70% por 5 minutos na proporção de 1 mL por semente. Em seguida, o etanol foi 
dispensado e as sementes foram imersas em uma solução de Hipoclorito de Sódio 
1%, Tween 20 0,04% e água destilada estéril por 20 minutos, na proporção de 1 mL 
por semente. As sementes foram então lavadas quatro vezes em água destilada 
estéril e colocadas para germinar em placas de Ágar-ágar 0,8% por 48 horas em 




As sementes de milho pré-germinadas foram colocadas em tubos contendo 
aproximadamente 25 g de esferas de polipropileno. Imediatamente após o plantio, 
as sementes pré-germinadas foram inoculadas soluções de frações E (item 3.9), 
obtidas a partir de cultivo em fotobiorreator em meio CHU (item 3.9), nas 
concentrações 0,1; 0,5; 1; e 2 g L-1. Produto comercial ACADIAN™ (extrato de 
macroalga), na concentração de 1 mL L-1, e Plant Medium (EGENER; HUREK; 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
4.1 AVALIAÇÃO DO CULTIVO AUTOTRÓFICO DA MICROALGA Desmodesmus 
subspicatus EM DIFERENTES MEIOS DE CULTURA 
 
Objetivando analisar o efeito de diferentes meios de cultura sobre a 
produção de biomassa, morfologia celular e atividade bioestimulante vegetal da 
microalga Desmodesmus subspicatus, a mesma foi cultivada autotroficamente 
(Figura 10) em três meios diferentes: WC, CHU e BG11.  
 
FIGURA 10 - MICROSCOPIA E CULTIVOS DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus EM 
CONDIÇÕES AUTOTRÓFICAS 
 
NOTA: A: microscopia óptica com aumento de 1000x; B: Cultivos em Erlenmeyer de 2L 
 
4.1.1 Análise da Cinética de Crescimento de Desmodesmus subspicatus 
 
Na Figura 11 encontram-se os perfis cinéticos de D. subspicatus construídos 
com os valores de densidade celular diária. Todos os cultivos, independentemente 
do meio, foram inoculados com o mesmo volume de inóculo microalgal (200 mL) e 
conduzidos simultaneamente por 12 dias. 
Os resultados obtidos evidenciam comportamento semelhante para todas as 
curvas de crescimento. As microalgas apresentaram uma fase lag de um dia, 
período este de adaptação aos meios, onde ocorre pouca ou nenhuma divisão 
celular. Durante esta fase, a cultura microalgal se encontra em alta atividade 
metabólica, elevando os níveis de enzimas e metabólicos envolvidos na divisão 
celular e fixação de carbono (BARSANTI; GUALTIERI, 2014). Entre o segundo e 
quinto dia, observou-se a fase exponencial ou de crescimento, período onde a 
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densidade celular aumenta constantemente em função do tempo. Quando um ou 
mais componentes do meio se tornam limitantes para a atividade celular, a fase 
exponencial acaba e inicia-se um crescimento com taxas mais reduzidas, muitas 
vezes viabilizado pelo consumo de reservas celulares endógenas (LEE; SHEN, 
2004; LOURENÇO, 2006). Após o quinto dia de cultivo, as microalgas entraram em 
fase desaceleração. Nesta fase, fatores limitantes como redução da atividade 
fotossintética, decorrente do incremento da densidade celular e consequente auto-
sombreamento, e principalmente, redução da disponibilidade de nutrientes 
essenciais no meio, acabam ocasionando uma redução na taxa de crescimento 
celular (LEE; SHEN, 2004). Não foi possível observar fase estacionária nos perfis 
cinéticos de D. subspicatus obtidos, independentemente do meio de cultura utilizado. 
 
FIGURA 11 – PERFIL CINÉTICO DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus CULTIVADA 
AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES MEIOS DE CULTIVO 
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 9), e comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). Cultivos tiveram duração de 12 dias. 
 
A densidade celular máxima, para D. subspicatus, foi de 1,93 x 107 cél mL-1, 
alcançada ao fim do 12o dia de cultivo com o meio BG11 (Tabela 8). No entanto, 
densidades celulares semelhantes foram obtidas com os meios CHU e WC, 
atingindo um total de 1,89 x 107 cél mL-1 e 1,69 x 107 cél mL-1, respectivamente. Não 
foi observada diferença significativa quando as densidades celulares finais foram 
comparadas estatisticamente.  
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Parâmetros cinéticos foram calculados na fase exponencial de crescimento, 
entre os dias 2 e 5 (Tabela 8). Semelhantes taxas de crescimento intrínseca (r) 
foram atingidas para os meios WC, CHU e BG11, sendo 0,45 d-1, 0,47 d-1 e 0,42 d-1, 
respectivamente. Quando assume-se uma taxa de mortalidade igual a zero, a taxa 
de crescimento intrínseco (r) será igual a velocidade específica de crescimento (µ), 
assim podemos dizer que as velocidades específicas de crescimento variaram entre 
0,42 – 0,47 d-1. 
Nesse estudo ao analisar a divisão celular ou tempo de duplicação (T2), o 
menor tempo foi para o meio CHU com 1,7 dias, ou seja, durante o crescimento 
linear na fase exponencial a microalga demandou aproximadamente 41 h para 
dobrar a densidade celular. Paras os meios BG11 e WC, o tempo de duplicação foi 
de 2,0 e 2,7 dias correspondente a 48 e 64 h. 
 
TABELA 8 - PARÂMETROS CINÉTICOS PARA O CRESCIMENTO DE Desmodesmus subspicatus 
CULTIVADA AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES MEIOS DE CULTIVO  











WC 1,69 x 107a 0,45 2,7 
CHU 1,89 x 107a 0,47 1,7 
BG11 1,93 x 107a 0,42 2,0 
NOTA: A Assumindo crescimento exponencial e zero mortalidade, a taxa de crescimento intrínseco (r) 
será igual a velocidade específica de crescimento (µ). a Resultados foram expresso como média ± DP 
(n = 3), e comparação estatística foi realizada usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. 
Letras diferentes indicam diferença significativa (p < 0,05). Cultivos tiveram duração de 12 dias. 
 
Os resultados alcançados neste trabalho estão de acordo com estudos 
reportados na literatura. Rossi (2013), ao cultivar Desmodesmus sp. sob diferentes 
intensidades luminosas em meio WC, atingiu velocidade específica máxima de 
crescimento entre 0,35 a 0,56 d-1. Hakalin (2014), durante processo de otimização 
obteve com Scenedesmus sp., cultivada em meio ASM1 por 10 dias, densidade 
celular de 1,47 x 106 cél mL-1 e 1,34 x 106 cél mL-1, taxa de crescimento intrínseca 
entre 0,24 – 0,52 d-1, com tempo de divisão celular entre 1,2 – 2,9 dias.  Após 
otimização, a densidade celular máxima passou para 1,3 x 107 cél mL-1, com taxa de 
crescimento de 0,47 d-1. Krettle (2015) obteve uma densidade celular máxima de 
8,26 x 106 cél mL-1 ao cultivar a microalga Scenedesmus acuminatus em meio 
ASM1 durante 24 dias.  
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Na Figura 12 é possível observar a produção de biomassa da microalga 
D. subspicatus. A produção máxima de biomassa foi obtida com o meio de cultivo 
BG11, com uma produção de 0,65 g L-1, seguida pelos meios CHU e WC, com 
produções de 0,56 g L-1 e 0,48 g L-1, respectivamente. Esses dados corroboram com 
os valores de densidade celular apresentados. 
 
FIGURA 12 - PRODUÇÃO DE BIOMASSA DE Desmodesmus subspicatus CULTIVADA 
AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES MEIOS DE CULTIVO  
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 9), e comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). Cultivos tiveram duração de 12 dias. 
 
Entre as diferenças na composição dos meios de cultivo utilizados e que 
afetam diretamente a produção de biomassa, uma das mais relevantes é 
representada pelo teor de nitrogênio em virtude do seu papel biológico no ciclo de 
vida das microalgas. São reportados na literatura correlações positivas e negativas 
relacionadas à abundância e deficiência deste elemento no meio de cultura. 
Conteúdos elevados de nitrogênio estão correlacionados ao aumento do 
crescimento e da quantidade de proteínas e clorofilas nas células, e sua carência 
tende a diminuir as taxas de crescimento celular e elevar a quantidade de 
carboidratos e lipídios (HU, 2003; SAFAFAR et al., 2016). A quantidade de 
nitrogênio presente nos meios WC e CHU, 0,08 g L-1 e 0,25 g L-1, respectivamente, 
são 94,7 e 83,3% menores do que no meio BG11 com 1,5 g L-1. Deste modo, fica 
evidente que as variações das concentrações de nitrato dos meios influenciaram de 
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modo significativo na produção de biomassa, atuando como fator limitante para 
produção de biomassa nos meios WC e CHU, e estimulando a produção de 
biomassa no meio BG11. 
Concentrações de biomassa microalgal similares as alcançadas com os 
diferentes meios de cultivo nesse trabalho já foram reportadas na literatura. Ji et al., 
(2013) atingiram 0,76 g L-1 de biomassa quando cultivou Desmodesmus sp. em meio 
BG11, com volume de 100 mL, pH 7,0, 30 ± 1 ºC, 90 μmol m-2 s-1, fotoperíodo 14:10 
(claro:escuro), durante 14 dias. Em outro estudo, Ji et al., (2014) ao cultivar 
Desmodesmus sp., obtiveram 0,41 g L-1 de biomassa seca, cultivada 
autotroficamente por 14 dias em meio BG11, pH 7,0, 24 ± 1 ºC, 120 μmol m-2 s-1, 
fotoperíodo 15:9 (claro:escuro) e adição de 10% de CO2.  
Chaichalerm et al. (2012), ao cultivarem a microalga Scenedesmus acutus 
durante 15 dias, em meio BG11, com volume de 500 mL, 25 ºC, 80 μmol m-2 s-1, 
fotoperíodo 12:12 (claro:escuro), injeção de ar de 1 vvm, obtiveram produção de  
0,82 g L-1 de biomassa seca. Samorì et al., (2013) obteve uma produção 0,48 g L-1 
de biomassa ao cultivar Desmodesmus communis por 22 dias, em meio CHU13 
modificado, com volume de 1 L, temperatura ambiente 18 – 25 °C, 440 μmol m-2 s-1, 
fotoperíodo 16:8 (claro:escuro) e injeção de ar com 0,14 vvm. 
 
4.1.2 Composição da Biomassa Seca 
 
Análises bioquímicas foram realizadas objetivando verificar possíveis 
mudanças na composição da biomassa microalgal, quando cultivada 
autotroficamente em diferentes meios de cultivo. Estes resultados estão 
representados na Tabela 9. A composição bioquímica da biomassa de microalgas é 
diversificada e contém três componentes principais: proteínas, carboidratos e 
lipídios. A produção desses compostos está diretamente relacionada ao gênero e 
espécie, bem como a fase de crescimento, condições de cultivo e meio de cultura 
utilizados (BROWN, 1991; MIAO; WU, 2004; LI et al., 2010). 
Observa-se que para a biomassa da microalga D. subspicatus os 
carboidratos se apresentam como componente majoritário quando cultivada nos 
meios WC e CHU, atingindo teores de 37,8 e 31,9%, respectivamente. A biomassa 
microalgal obtida com o meio BG11 atingiu um conteúdo de carboidratos totais de 
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17,2%, valor que representa aproximadamente metade do percentual atingido com 
meios WC e CHU.  
 
TABELA 9 – COMPOSIÇÃO DA BIOMASSA DE MICROALGA Desmodesmus subspicatus 











Meio WC 37,8 ± 0,79a 7,4 ± 0,98a 25,7 ± 0,64a 7,5 ± 0,02a 
Meio CHU 31,9 ± 1,39a 13,4 ± 0,47b 7,9± 0,89b 16,6 ± 0,04b 
Meio BG11 17,2 ± 0,82b 14,4 ± 0,53b 9,5± 0,96b 23,5 ± 0,04c 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 3), e comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05)*. Valores obtidos por análise termogravimétrica. Cultivos tiveram duração de 12 dias. 
 
Esse resultado está diretamente relacionado com os teores de nitrogênio 
contido nos meios CHU e WC, os quais possuem em sua formulação 83,3 e 94,7% 
menos que o meio BG11. Algumas microalgas aumentam os teores de carboidratos 
no interior de suas células quando o meio de cultivo possui limitação de nitrogênio 
(DRAGONE et al., 2011). 
A espécie Desmodesmus communis, estudada por Samorì; Samorì; 
Pistocchi (2014), apresentou teores de carboidratos em sua biomassa entre 16,9 – 
57,2%, ao utilizar efluente como meio de cultivo. Estudo realizado por Markou; 
Iconomou; Muylaert (2016) com Desmodesmus sp., cultivada em meio BBM, 
demonstrou uma quantidade de 25,4% de carboidratos na biomassa microalgal 
seca. Ho, Chen e Chang (2012) observou que a microalga Scenedesmus obliquus, 
cultivada em meio BG11, continha 16,6% de carboidratos em sua composição.   
O segundo componente da biomassa microalgal mais presente, variou 
conforme o meio utilizado. Os teores de proteínas para os meios CHU e BG11 foram 
de 13,4 e 14,4%, respectivamente, não apresentando diferenças significativas entre 
si. Baixo teor de proteínas foi obtido com o meio WC (7,4%), que possui 94,7% a 
menos de fonte de nitrogênio quando comparado ao meio BG11 e 68% quando 
comparado com o meio CHU, confirmando-se assim, que a escassez na fonte de 
nitrogênio reflete-se diretamente na produção de proteínas (BOUGARAN; 
BERNARD; SCIANDRA, 2010). De acordo com a espécie, os valores de proteínas 
em microalgas podem variar entre 6 – 71% (BECKER, 2007).  Duong et al. (2015), 
cultivaram em meio BBM, diferentes espécies de microalgas, obteve teores de 
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proteínas de 33,08% para Scenedesmus sp, 22,66% para Scenedesmus dimorphus 
e 16,0% para Chlorella sp. 
D. subspicatus quando cultivada no meio WC foi capaz de acumular um teor 
de lipídios de 25,7%. Este resultado é 2 e 3 vezes maior quando comparado as 
produções obtidas com os meios CHU e BG11 (7,9 e 9,5%, respectivamente), os 
quais não apresentaram diferenças significativas entre si. Lipídios e carboidratos 
representam a forma preferível de armazenamento de energia das microalgas 
quando a fonte de nitrogênio é escassa (MANDAL; MALLICK, 2009; LIRA, 2011), o 
que justifica o aumento desses compostos no meio de cultivo WC, corroborando 
com os demais resultados apresentados para a composição da biomassa microalgal. 
Os teores de lipídeos encontrados estão em acordo com diferentes estudos 
reportados anteriormente. Gressler et al. (2014) obtiveram teores de lipídios totais, 
na biomassa seca da D. subspicatus, de 12 e 18% para cultivo sem e com adição de 
CO2 respectivamente. Sriram e Seenivasan (2015) reportaram teores de lipídios 
entre 8 – 17,5% para Desmodesmus sp., cultivada em meio BBM. Os resultados 
obtidos por Ho, Chen, Chang (2012) apresentaram teores entre 8,3 – 11,7% para 
S. obliquus em condições de cultivo otimizadas com meio DM modificado. 
Os valores de cinzas, obtidos com os meios WC, CHU e BG11 foram 7,5; 
16,7 e 23,6% respectivamente. Valor semelhante foi encontrado em Desmodesmus 
communis, com teor de cinzas de 19,7% (CONTI et al., 2016). Knoshaug et al. 
(2016) encontrou um teor cinzas em Desmodesmus sp. entre 19,4 e 22,1%. 
Zamalloa, Boon, Verstraete (2012) e Harman-Ware et al. (2013) encontraram teores 
de cinzas de 31,2 e 35,2% para as microalgas S. obliquus e para Scenedesmus sp., 
respectivamente. Esses valores podem variar entre 6 – 40% de acordo com a 
espécie cultivada, representando todo o material inorgânico presente na célula 
(RENAUD; THINH; PARRY, 1999; KASSIM et al., 2014; LÓPEZ-GONZÁLEZ et al., 
2014). Alguns gêneros de microalgas possuem a capacidade de acumular diversas 
substâncias inorgânicas no interior da célula. Essas substâncias podem variar entre 
macro e micronutrientes, influenciando diretamente nos teores de cinzas obtidos 
(LIU, 2017). 
 
4.1.3 Análise Termogravimétrica da Biomassa Microalgal Bruta e Extratos Lipídicos 




A primeira etapa (I) de degradação ocorreu entre 22,5 – 103 °C (WC), 21,3 – 
150 °C (CHU) e 23,1 – 120 °C (BG11), onde foi possível observar pequenas perdas 
de massa, correspondendo à 2,5; 4,3 e 3,7% respectivamente. Essas pequenas 
perdas, nessa primeira etapa, estão relacionadas com a remoção de umidade 
presentes nas células de microalgas (PENG; WU; TU, 2001; PHUKAN et al., 2011).  
A segunda etapa (II) de degradação, correspondente a maior parte do 
processo degradação, ocorreu entre 107 – 436 °C (WC), 153 – 439 °C (CHU) e 122 
– 454 °C (BG11). Esta fase é caracterizada por uma grande perda de massa nas 
amostras de biomassa WC, CHU e BG11, correspondendo à 76,6; 62,7 e 57,5%, 
respectivamente. A maior parte dos materiais orgânicos, como carboidratos, 
proteínas e lipídios, é decomposta nessa fase, podendo representar mais de 50% do 
peso total da amostra (SHUPING et al., 2010; RAHEEM et al., 2015). Como 
apresentado no item 4.1.2 as biomassas de WC, CHU e BG11 são compostas de 
carboidratos (37,8; 31,9 e 17,2%, respectivamente), proteínas (7,4; 13,4 e 14,4%, 
respectivamente) e lipídios (25,7; 7,9 e 9,5%, respectivamente).  
Para a amostra WC, foi observado dois eventos principais nessa fase, em 
218 e 297 °C. Wang et al. (2006) encontrou termogramas com dois eventos 
máximos no segundo estágio de degradação, em 223,78 e 310,93 °C para a 
macroalga Grateloupia filicina. Em comparação as demais biomassas macroalgas 
analisadas, os autores sugerem que diferenças na composição das algas 
influenciaram diretamente na estabilidade térmica dessas biomassas. Sanches-Silva 
et al. (2012) analisou a pirólise da microalga Nannochloropsis gaditana. Os 
termogramas obtidos evidenciam um segundo estágio de degradação entre 160 – 
450 °C, com evento principal contendo três ombros, um primeiro ombro em baixa 
temperatura (180 °C), associado à degradação de proteínas e polissacarídeos 
solúveis enquanto os ombros de temperatura mais elevada (271 e 411 °C) foram 
associados à degradação da celulose bruta na parede celular, outros 
polissacarídeos insolúveis e lipídios brutos. 
Para as amostras CHU e BG11 observa-se apenas um único evento nessa 
segunda etapa, em 291 e 286 °C, respectivamente. Evento similar foi evidenciado 
por Kassim et al. (2014), no qual o estágio de segundo etapa de degradação ocorreu 
entre 156 – 475 °C para a biomassa de Chlorella sp. e 188 – 511 °C para 
Tetraselmis suecica, apresentando um evento principal com máximo de degradação 
em 290 e 287 °C, respectivamente. O mesmo foi observado por Batista et al. (2013) 
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para as microalgas C. vulgaris, Haematococcus pluvialis e Isochrysis galbana, com 
temperaturas máximas de degradação entre 283 e 290 °C. Gai et al. (2013) 
encontrou temperaturas máximas de degradação de 291,85 °C, para Chlorella 
pyrenoidosa quando utilizado uma taxa de aquecimento de 20 °C min-1. 
As biomassas analisadas apresentam carboidratos, proteínas e lipídios em 
sua composição, no entanto, não é possível observar, nos termogramas obtidos, 
zonas de pirólise específicas para cada uma dessas moléculas, indicando que a 
degradação desses polímeros apresenta algum grau de sobreposição entre suas 
temperaturas de degradação térmica. De acordo com Kassim et al. (2014) e Wang et 
al. (2007), a segunda etapa pode ser dividida em duas zonas principais com base 
nas composições da biomassa, onde a primeira zona inclui a decomposição de 
proteínas e polissacarídeos solúveis, enquanto a segunda zona inclui 
polissacarídeos insolúveis e lipídios. Essas alterações podem ser atribuídas as 
diferentes concentrações e composição dos carboidratos e proteínas contidas nas 
biomassas (BOTHARA; SINGH, 2012; HEMPEL; PETRICK; BEHRENDT, 2012). 
A terceira etapa (III) de degradação ocorreu entre aproximadamente 450 °C 
e a temperatura final de 800 °C. Nessa terceira fase, podemos observar que ainda 
existe uma perda de massa, referente ao material que não foi degradado ao decorrer 
do experimento. Os teores de cinzas foram 7,5% (WC), 16,7% (CHU) e 23,6% 
(BG11). Os teores de cinzas podem variar significativamente na biomassa de 
microalgas de acordo com a espécie e as condições de cultivo utilizadas (PHUKAN 
et al., 2011).  
A Figura 14 mostra o perfil de degradação térmica dos extratos lipídicos 
obtidos da biomassa da microalga D. subspicatus, cultivada nos meios WC, CHU e 
BG11. Da mesma forma que para as biomassas microalgais brutas, foi possível 
observar três eventos distintos. A degradação da primeira etapa (I) ocorreu entre 22 
– 93,8 °C, om picos principais em 77 (WC), 80 (CHU) e 111 °C (BG11). A segunda 
etapa (II) ocorreu entre 126 a 500 °C com perdas de massa de aproximadamente 
87,2%, com picos principais em 232 (WC), 253 (CHU) e 243 °C (BG11), atribuídos a 
degradação da porção glicídica e do glicerol de glicolipídios possivelmente presentes 
nessa fração. Considerando que existem diferentes tipos de lipídeos presentes nos 
extratos (ácidos graxos, fosfolipídios, carotenoídes, entre outros), o segundo evento 
é mais complexo, resultando da somatória de eventos menores, centrados em 344 e 




possível observar os espinhos longos, pequenas verrugas por toda a superfície da 
célula, e uma roseta, também denominada de abertura (com diâmetro externo médio 
de 113 nm). 
 
FIGURA 16 - MICROSCOPIA ELETRÔNICA DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus 
 
 
Algumas espécies de microalgas possuem plasticidade fenotípica, que é a 
capacidade em alterar sua fisiologia ou morfologia em resposta de acordo com o 
ambiente e/ou condições em que vivem, como por exemplo, intensidade luminosa, 
temperatura e disponibilidade de nutrientes (SHUBERT; WOZNIAK; LIGEZA, 2014). 
Alguns estudos evidenciaram alterações morfológicas em Desmodesmus 
relacionadas com a disponibilidade de nutrientes, ocorrendo a formação de colônias 
em baixas concentrações dos mesmos e formação unicelular em elevadas 
quantidades de nitrogênio e fósforo (TRAINOR, 1969; SHUBERT; WOZNIAK; 
LIGEZA, 2014). No entanto, neste estudo, foi possível observar que mesmo os 
meios de cultura apresentando composições diferentes, os resultados de 
comparação das imagens de MEV das microalgas, mostraram claramente que as 
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FIGURA 18 - PERFIL CINÉTICO DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus CULTIVADA 
AUTOTROFICAMENTE EM FOTOBIORREATOR DE 100 L 
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 3). Cultivos tiveram duração de 12 dias. 
 
O meio BG11 proporcionou uma densidade celular de 1,15 x 107 cél mL-1, 
com taxa de crescimento intrínseca (r) de 0,25 d-1 na fase exponencial e tempo de 
duplicação (T2) de 4,1 dias. O meio de cultivo CHU proporcionou uma densidade 
celular de 0,86 x 107 cél mL-1, valor 25% menor quando comparada ao meio BG11, 
com taxa de crescimento intrínseca de 0,14 d-1 e tempo de duplicação de 5,1 dias.  
Valores semelhantes referentes aos parâmetros cinéticos foram obtidos por 
Hakalin (2014), ao cultivar Scenedesmus sp. por 7 dias em FBR de placa plana de 
1.100 L, atingindo uma densidade celular máxima de 1,12 x 107 cél mL-1, com taxa 
de crescimento intrínseca de 0,75 d-1 e tempo de duplicação de 0,96 dia. Gressler et 
al. (2014) ao cultivar D. subspicatus com efluente em fotobiorreator tubular de coluna 
de 30 L, obtiveram uma densidade celular máxima de 9,11 x 106 cél mL-1. 
Quando comparado aos cultivos realizados em Erlenmeyers (item 4.1.1), foi 
possível observar que os resultados obtidos em FBR foram inferiores, com uma 
produção correspondente a 59,6% menor para o meio BG11 (1,93 x 107 cél mL-1) e 
45,5 % para o meio CHU (1,89 x 107 cél mL-1). A taxa de crescimento intrínseca (r) 
foi de 1,7 vezes menor para o meio BG11 e 3,3 vezes menor para os meio CHU. O 
tempo de duplicação (T2) nas células cultivadas em FBR levou em média 2,8 dias a 
mais.  
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A produção máxima de biomassa da microalga D. subspicatus em FBR 
(Figura 19) obtida com o meio BG11 foi de 0,31 g L-1, seguida pelo meio CHU, com 
uma produção de 0,22 g L-1. Esses dados corroboram com os valores de densidade 
celular apresentados. 
 
FIGURA 19 - PRODUÇÃO DE BIOMASSA DE Desmodesmus subspicatus CULTIVADA EM 
FOTOBIORREATOR 
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 3), e comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). Cultivos tiveram duração de 12 dias.  
 
Valores semelhantes comparados a produção de biomassa no meio CHU  
(0,22 g L-1), foram descritos por Gressler et al. (2014) com a microalga 
Desmodesmus subspicatus, quando cultivada em fotobiorreator tubular com 
efluente, atingiu 0,23 g L-1 de biomassa e também por Zhang et al. (2014a), ao 
cultivar a microalga Scenedesmus dimorphus em fotobiorreator com meio de cultivo 
BG11, onde obteve 0,24 g L-1 de biomassa. Estudo realizado por Lam e Lee (2014) 
reportou uma produção de biomassa de 0,32 g L-1, para microalga Chlorella vulgaris 
quando cultivada em FBR de coluna de 100 L, em meio fertilizante. Este resultado 
assemelha-se ao obtido nesse estudo para o meio BG11 (0,31 g L-1). 
Scenedesmus obtusus, cultivada em diferentes condições, alcançou uma 
produção de biomassa entre 0,40 – 0,63 g L-1, em FBR airlift com volume de 4,1 L 
(CHANDRA et al., 2017). Feng et al. (2011), obtiveram valores de biomassa que 
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variaram entre 0,17 – 0,52 g L-1 com a microalga Chlorella zofingiensis, quando 
cultivada em FBR de 60 L em meio BG11.  
A produção de biomassa alcançada em FBR para os meios BG11 e CHU foi 
aproximadamente 55% inferior aos resultados obtidos com os mesmos meios em 
frascos Erlenmeyer, utilizando uma intensidade luminosa de 111,5 μmol μmol m-2 s-1. 
No presente estudo foi utilizado um FBR com intensidade luminosa de 309,2 
μmol m-2 s-1, cerca de 2,7 vezes mais. Cultivos expostos a alta intensidade luminosa 
superior ao ponto de saturação podem levar a fotoinibicão. De acordo com Vonshak 
(1997), a fotoinibicão é a redução da capacidade fotossintética devido aos danos 
causados por intensidades luminosas acima da requerida para a realização da 
fotossíntese de acordo com cada especie. A intensidade luminosa utilizada o FBR 
pode, portanto, estar correlacionada com a baixa produção de biomassa em ambos 
os meios utilizados 
 
4.1.6 Extração de Compostos de Baixa Massa Molecular da Biomassa Microalgal 
 
Após o cultivo das microalgas, nos meios WC, CHU e BG11, e obtenção das 
respectivas biomassas secas, foram realizadas extrações aquosas seguidas de 
diálise (em membrana com cut-off de 1 kDa) objetivando isolar compostos de baixo 
massa molecular (Figura 20).  
Os rendimentos dos extratos aquosos foram calculados em relação à massa 
seca inicial da biomassa (% m/m). As frações eluídas (E) obtidas por diálises tiveram 
seus rendimentos calculados a partir dos extratos aquosos (% m/m) (Tabela 10). Os 
rendimentos dos extratos aquosos (AQ) em relação a biomassa, variaram pouco 
entre os diferentes meios, com resultados entre 10,3 – 12,6% m/m. Comportamento 
similar é observado para os rendimentos das frações E obtidos, com resultados 
entre 73,0 – 75,0% m/m. Essas frações apresentaram em suas composições maior 
teor de carboidratos, com variação entre 12,8 – 27,9%. Os teores de proteínas foram 
menores, variando de 2,2 – 15,5%. Esses dados corroboram com os obtidos por 
Mazepa (2013), no qual a fração E de D. subspicatus, obtida pelo mesmo método, 
apresentou em sua composição maior teor de carboidratos (22,6%) em relação ao 





RSBG 78,1 11,3 23,2 
RWC 2,8 - - 
RCHU 3,2 - - 
RBG 2,3 - - 
NOTA: AQ: extrato aquoso; E: fração eluída da diálise em membrana de 1 kDa; RS: resíduo da 
extração aquosa; R: fração retida da diálise em membrana de 1 kDa. aAQ e RS: Rendimentos em 
relação a biomassa inicial (% m/m); E e R: Rendimentos em relação ao extrato aquoso (% m/m). 
 
Com o objetivo de facilitar a identificação das moléculas presentes na fração 
E, as frações EWC, ECHU e EBG, foram submetidas à fracionamento utilizando 
cromatografia de exclusão em coluna de Bio-Gel P-2, tendo água ultrapura como 
eluente (Figura 20). A separação foi monitorada por dosagem de carboidratos totais 
e leitura em espectrofotômetro UV (280 nm) para identificação da presença de 
proteínas.  
Os perfis de eluições obtidos (Figura 21) permitiram identificar 5 subfrações 
para cada meio de cultivo, denominadas de: EWC1, EWC2, EWC3, EWC4 EWC5, 
ECHU1, ECHU2, ECHU3, ECHU4, ECHU5, EBG1, EBG2, EBG3, EBG4, EBG5. O 
percentual de recuperação total médio das frações nesta coluna foi de 73% relativo 
à massa inicial de fração E aplicada.  
O percentual de recuperação para cada fração obtida é demonstrado na 
Figura 22. As subfrações de maior rendimento foram EWC4, ECHU4 e EBG4 
representando 48,3; 28,2 e 36,4% do material recuperado, respectivamente. Os 
perfis de eluição obtidos nesse trabalho corroboram com os obtidos por Mazepa 
(2013), que ao fracionar a fração E de D. subspicatus, também em Bio-Gel P-2, 












FIGURA 21 - PERFIL DE ELUIÇÃO DA FRAÇÃO “E” (WC, CHU E BG) POR CROMATOGRAFIA DE 




amostras foram comparadas de acordo com seus íons precursores e tempos de 
retenção (Tabela 11). 
 
TABELA 11 – PADRÕES DE FITORMÔNIOS  










trans-Zeatina (Z) - C10H13N5O 219,1120 220,1198 3,26 
Dihidrozeatina (DZ) C10H15N5O 221,1277 222,1355 3,42 
Zeatina Ribosídio (ZR) C15H21N5O5 351,1543 352,1621 4,61 
Dihidrozeatina Ribosídio (DZR) 
C15H23N5O5 353,1699 354,1777 4,62 
Cinetina (K) - C10H9N5O 215,0807 216,0885 4,67 
Isopenteniladenina (iP) C10H13N5 203,1171 204,1249 5,83 
Benziladenina (BA) C12H11N5 225,1014 226,1093 6,36 
Cinetina Ribosídio (KR) C15H17N5O5 347,1230 348,1308 6,43 
Ácido Giberélico (GA3) - C19H22O6 346,1416 347,1495 7,20 
Benziladenosina (BAR) C17H19N5O4 357,1437 358, 1515 7,98 
Ácido Indol Acético (AIA) - C10H9NO2 175,0633 176, 0712 8,71 
Ácido Abscísico (ABA) - C15H20O4 264,1362 265, 1440 9,90 
 
Na Figura 23 é possível observar o cromatograma com o perfil de eluição de 
cada fitormônios utilizado como padrão para identificação dos mesmo nos extratos 
aquosos da microalga D. subspicatus. 
 




Através da Figura 26, é possível observar que as frações que apresentaram 
maior concentração de trans-zeatina foram ECHU e EBG, não apresentando 
diferenças significativas entre si e mostrando diferença significativa das frações 
EWC, EFBR CHU e EFBR BG.  
 
FIGURA 26 – QUANTIFICAÇÃO DE trans-ZEATINA PRESENTE NAS FRAÇÕES “E” OBTIDAS DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus EM CONDIÇÕES AUTOTRÓFICAS 
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 2), e comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). 
 
Observa-se a presença de trans-zeatina, um tipo de citocinina, em todas as 
frações E, com teores variando entre 43,4 – 96,4 pg μL-1. A fração ECHU apresentou 
a maior concentração de trans-zeatina, 96,4 pg μL-1, sendo esta 10,2 e 50,9% mais 
concentrada que as frações EBG e EWC, onde obteve-se 86,5 e 43,4 pg μL-1 de 
trans-zeatina, respectivamente. Nas frações EWC, ECHU e EBG, também foi 
possível observar a presença do fitormônio AIA, porém, devido a sua baixa 
concentração (< 30 pg μL-1), não foi possível realizar sua quantificação.  
Para as frações EFBR CHU e EFBR BG, os teores encontrados foram 
semelhantes entre si, 44,0 e 43,4 pg μL-1 de trans-zeatina, respectivamente. 
Observa-se que as concentrações de trans-zeatina obtida em frações derivadas de 
cultivos em FBR com meios CHU e BG11 foram aproximadamente 50% inferiores às 
obtidas nos mesmos meios de cultivo em Erlenmeyer. Dessa forma, podemos 
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afirmar que as condições de cultivos influenciaram de forma direta na produção 
desse fitormônio.  
Todas as subfrações obtidas após o fracionamento em cromatografia de 
exclusão, foram comparadas quanto a sua composição de fitormônios. Podemos 
observar que todas as subfrações de número 2 (EWC2, ECHU2 e EBG2) foram as 
que apresentam maior concentração de trans-zeatina, entre 53,3 – 113,0 pg μL-1. 
Observa-se que nem todas as subfrações, obtidas por meio de fracionamento da 
fração E via cromatografia de exclusão, apresentaram fitormônios em sua 
composição. Para o EWC, apenas as subfrações EWC1 e EWC2 apresentaram 
trans-zeatina, com teores de 44,3 e 53,3 pg μL-1, respectivamente. Para ECHU, 
identificou-se trans-zeatina nas subfrações ECHU1, ECHU2 e ECHU3, com teores 
de 58,0; 99,7 e 34,8 pg μL-1, respectivamente. Para EBG, todas as subfrações 
obtidas apresentaram trans-zeatina em sua composição, com teores que variaram 
entre 32,9 – 113,0 pg μL-1. Algumas subfrações, EWC2, EWC3, ECHU3 e EBG5, 
apresentaram também em sua composição traços de AIA (< 30 pg μL-1), assim como 
suas frações de origem. Com base nesses resultados, é possível observar que a 
cromatografia de exclusão em Bio-Gel P-2 foi eficiente na separação de subfrações 
enriquecidas por moléculas de baixa massa molar (< 1 kDa). A Tabela 12 reúne os 
fitormônios identificados e quantificados em cada uma das frações e subfrações 
analisadas. 
A capacidade das microalgas em produzirem compostos como fitormônios 
tem sido relatada em diversos estudos. Diferentes citocininas, entre elas a zeatina, 
foram identificadas em Scenedesmus sp., Chlorella sp., Chlorella minutissima, 
Protococcus viridis (ÖRDÖG et al., 2004; STIRK et al., 2011). Outras classes de 
fitormônios, como auxinas, giberilinas e brassinosteróides foram encontrados em 24 
espécies diferentes de microalgas, entre elas Desmodesmus armatus, C. vulgaris, 
Acutodesmus acuminatus (STIRK et al., 2013a; b).  
A partir dos resultados obtidos para produção de biomassa em condições 
autotróficas, em frascos Erlenmeyer e FBR, e da quantificação de trans-zeatina nos 
meios WC, CHU, BG11, calculou-se a produção de trans-zeatina por grama de 




TABELA 12 - FITORMÔNIOS IDENTIFICADOS E QUANTIFICADOS NAS FRAÇÕES “E” OBTIDAS 
DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus 




EWC 47,3  Tr 
ECHU 96,4  Tr 
EBG 86,5  Tr 
EFBR CHU 44,0 - 
EFBR BG 43,4 - 
SUBFRAÇÕES 
EWC 1 44,3 - 
EWC 2 53,3 Tr 
EWC 3 - Tr 
EWC 4 - - 
EWC 5 - - 
ECHU 1 58,0 - 
ECHU 2 99,7 - 
ECHU 3  34,8 Tr 
ECHU 4 - - 
ECHU 5 - - 
EBG 1 71,4 - 
EBG 2 113,0 - 
EBG 3 41,9 - 
EBG 4 32,9 - 
EBG 5 39,2 Tr 
NOTA: Tr: traços (inferior a 30 pg μL-1). 
 
Não é possível observar uma relação direta entre a produção de biomassa 
microalgal e trans-zeatina. O meio BG, onde obteve-se maior rendimento de 
biomassa (0,65 g L-1), não resultou na maior concentração de trans-zeatina, 
atingindo uma produção de 9,50 μg de trans-zeatina/g DW (0,043 μmol/g DW). A 
fração ECHU, onde obteve-se a segunda maior biomassa microalgal (0,56 g L-1), 
resultou na maior produção de trans-zeatina, com 9,97 μg de trans-zeatina/g DW 
(0,045 μmol/g DW). A fração EWC foi a que obteve menor produção de trans-zeatina 
em relação a biomassa, com apenas 5,98 μg/g DW (0,027 μmol/g DW). As frações 
ECHU FBR e EBG FBR obtiveram produção bastante inferior aos cultivos em 
Erlenmeyer, ambos com valores de 3,26 μg/g DW (0,015 μmol/g DW). 
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FIGURA 27 – ESTIMATIVA DA PRODUÇÃO DE trans - ZEATINA NA BIOMASSA DA MICROALGA 




Stirk et al. (2013a) identificaram e quantificaram fitormônios em 24 espécies 
de microalgas, sendo observado, para algumas espécies, maiores concentrações de 
AIA quando obteve-se maior acúmulo de biomassa. Os valores de AIA variaram de 
0,50 – 71,49 nmol/g DW. Adicionalmente nesse mesmo estudo, também foi possível 
identificar 19 tipos de citocininas, entre elas a trans-zeatina, com valores de 8,8 –
92,4 pmol/g DW. 
Ördög et al. (2004) ao quantificarem a zeatina identificada nas microalgas 
Scenedesmus sp., Chlorella sp., Chlorella minutissima, e Protococcus viridis 
reportaram valores de 0,11 – 0,95 pmol/g DW. Jirásková et al. (2009), quantificaram 
fitormônios em diversos gêneros da microalga Chlorella, utilizando diferentes 
métodos para quantificar, entre eles HPLC-MS, no qual foi reportado valores de 2,1 
– 5,6 pmol/g de trans-zeatina na biomassa úmida, e valores entre 0,19 – 14,31 
nmol/g de AIA na biomassa seca. 
Amostras dos meios de cultura após o crescimento da microalga foram 
cromatografadas em Bio-Gel P-2, e analisadas, igualmente aos extratos aquosos, 
em UPLC-MS objetivando verificar a presença de fitormônios e confirmar que os 
fitormônios identificados para os extratos aquosos da microalga D. subspicatus são 
de fato de origem intracelular. Não foi possível identificar nenhum fitormônio nessas 
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subfrações do meio de cultura, confirmando a hipótese que a microalga em estudo 
não elimina os fitormônios no meio de cultura durante o crescimento celular. 
Os resultados apresentados nesse estudo tanto para identificação quanto 
para quantificação dos fitormônios presentes na microalga D. subspicatus, quando 
comparados com das literaturas, são bastante superiores. Cabe ainda ressaltar que 
não foi utilizando solvente orgânico para o processo de extração, todas as amostras 
foram provenientes de extração aquosa. 
 
4.1.8 Análises de Ressonância Magnética Nuclear (RMN) das Frações “E” e 
Subfrações dos cultivos autotróficos 
 
As frações de baixa massa molecular (< 1 kDa) EWC, ECHU e EBG e suas 
subfrações, obtidas por cromatografia de exclusão, foram analisadas por RMN, e 
comparadas aos assinalamentos descritos na literatura e aos encontrados por 
Mazepa (2013) para a fração E da microalga D. subspicatus quando esta foi 
cultivada em Guillard f/2 modificado. 
A região anomérica dos espectros de HSQC da fração EWC e suas 
subfrações EWC2, EWC3 e EWC4 são apresentados na Figura 28. Como esperado, 
é possível observar que os sinais existentes nas subfrações estão também 
presentes em sua fração de origem EWC.  
Na fração EWC2 é possível visualizar uma correlação em 4,89/98,3 ppm, 
correspondente ao H1/C1 de unidades de α-D-Sulfoquinovose-(1, indicando a 
presença de moléculas de Sulfoquinovosil-glicerol (KURIHARA et al., 1997; ROY; 
HEWLINS, 1998). A correlação intensa, observada em 5,37/99,7 ppm, juntamente 
com as correlações encontradas na região do anel (H2/C2: 3,59/71,7; H3/C3: 
3,96/73,2; H4/C4: 3,64/77,4 ppm), indicam a presença de unidades de glucose α-
(1→4)-ligadas (RIZZI, 2010; GOO et al., 2013). A correlação em 99,8/5,33 ppm é 
correspondente aos terminais não redutores de unidades D-Glcp (CHENG; NEISS, 
2012; JORDAN et al., 2014; KUZ’MINA et al., 2015). Observa-se, adicionalmente 
nessa fração as correlações em 5,23/92,1 e 4,64/96,0 ppm, atribuídas a estruturas 
redutoras de α-D-Glcp e β-D-Glcp (BOCK; PEDERSEN, 1983). A presença dessas 
unidades monossacarídicas em suas configurações α e β foram confirmadas por 
meio das constantes de acoplamento (J), entre H-1 e H-2 (J1,2 em Hz), determinadas 
através do espectro 1H sendo J1,2 = 3,8 Hz e J1,2 = 7,9 Hz, respectivamente. 
89 
Segundo Bubb (2003), constantes de acoplamento (J1,2) entre 7 – 9 Hz indicam 
acoplamento diaxial associado às configurações β e valores entre 2 – 4 Hz são 
indicativos de acoplamento equatorial-axial de anômeros α. A presença de sinais 
característicos de unidades redutoras (α/β-D-Glcp), unidades não redutoras (α-D-
Glcp-(1→),  juntamente com os sinais atribuídos às unidades de glucose α-(1→4)-
ligadas, sugerem a presença de malto-oligossacarídeos ([α-D-Glucopiranose-(14)-
α-D-Glucopiranose]n) nessa fração (HEYRAUD et al., 1979). Nessa mesma fração, 
observa-se a correlação em 5,18/94,0 ppm, com J1,2 de 1,5 Hz, atribuída a unidades 
redutoras de α-D-Manp.  Valores de J1,2 próximos a 1,6 Hz são indicativos típicos de 
acoplamento diequatorial, como é o caso da α-D-Manose, que tem o H-2 em posição 
equatorial (BUBB, 2003).  
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FIGURA 28 - REGIÃO ANOMÉRICA DO ESPECTRO DE HSQC DA FRAÇÃO EWC E 
SUBFRAÇÕES EWC2, EWC3 E EWC4 
 
NOTA: Solvente: D2O; temperatura: 50 oC; padrão interno: acetona (2,224/30,2 ppm). 
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Na fração EWC3, adicionalmente as correlações monossacarídicas e 
oligossacarídicas descritas na subfração anterior, é possível observar correlações 
intensas em 4,42/103 e 4,98/98,4 ppm referentes ao H1/C1 de unidades de 
6-β-D-Galp-(1 e α-D-Galp-(1 pertencentes ao glicosídeo Digalactosil-glicerol 
(α-D-Galactopiranose-(16)-β-D-Galactopiranose-(11)-Glicerol) (SASSAKI et al., 
1999; ARNOLD et al., 2015). 
Na fração EWC4, é possível observar uma correlação em 4,41/103,1 ppm 
atribuída a unidades de β-D-Galp-(1, constituintes do glicosídeo Monogalactosil-
glicerol (β-D-Galactopiranose-(11)-Glicerol) (SASSAKI et al., 1999; RUBERTO; 
TRINGALI, 2004). As correlações em 5,37/99,7; 5,23/92,0 e 4,65/95,8 ppm, 
descritas anteriormente para as frações EWC2, foram correlacionadas à unidades 
de glucose α-(1→4)-ligadas, terminais redutores α-D-Glcp e β-D-Glcp, 
respectivamente, sugerindo também a presença de malto-oligossacarídeos 
(HEYRAUD et al., 1979; BOCK; PEDERSEN, 1983; SASSAKI et al., 1999; RIZZI, 
2010; GOO et al., 2013). Complementarmente, observa-se na fração EBG uma 
correlação em 4,89/93,8 ppm (J1,2 = 0,7 Hz) correlacionada ao monossacarídeo 
α-D-Manp, em função de seus valores típicos de acoplamento axial-equatorial 
(BUBB, 2003). 
A região anomérica dos espectros de HSQC da fração ECHU e suas 
subfrações ECHU2, ECHU4 e ECHU5 são apresentados na Figura 29. É possível 
observar que, semelhantemente aos resultados obtidos para a fração EWC, todos os 
sinais observados na região de carbonos anoméricos do espectro de HSQC da 
fração ECHU estão presentes em suas subfrações.  
Na fração ECHU2 é possível visualizar uma correlação em 4,89/98,3 ppm, 
correspondente ao H1/C1 de unidades de α-D-Sulfoquinovose-(1, indicando a 
presença de moléculas de Sulfoquinovosil-glicerol, assim como na fração EWC2 
discutida anteriormente (KURIHARA et al., 1997; ROY; HEWLINS, 1998). Visualiza-
se também correlações em 5,22/92,1 (J1,2 = 3,8 Hz); 5,17/93,8 ppm (J1,2 = 1,5 Hz) e 
4,63/96,0 ppm (J1,2 = 7,9 Hz), atribuídas aos monossacarídeos α-D-Glcp, α-D-Manp e 
β-D-Glcp (BOCK; PEDERSEN, 1983).  
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FIGURA 29 - REGIÃO ANOMÉRICA DO ESPECTRO DE HSQC DA FRAÇÃO ECHU E 
SUBFRAÇÕES ECHU2, ECHU4 E ECHU5 
 
NOTA: Solvente: D2O; temperatura: 50 oC; padrão interno: acetona (2,224/30,2 ppm). 
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Na fração ECHU4 é possível observar correlações intensas em 4,43/103,1; 
4,98/98,3 e 4,41/103,1 ppm referentes ao H1/C1 de unidades de 6-β-D-Galp-(1, 
α-D-Galp-(1 e β-D-Galp-(1, indicando a presença dos glicosídeos Digalactosil-
glicerol e Monogalactosil-glicerol (SASSAKI et al., 1999; RUBERTO; TRINGALI, 
2004; ARNOLD et al., 2015). Adicionalmente, visualiza-se correlações de unidades 
redutoras de D-Glcp (5,22/92,0 e 4,64/95,9 ppm) e unidades de glucose α-(1→4)-
ligadas (5,37/99,7 ppm), descritas anteriormente para as frações EWC2, indicando a 
presença de malto-oligossacarídeos (HEYRAUD et al., 1979; BOCK; PEDERSEN, 
1983; SASSAKI et al., 1999; RIZZI, 2010; GOO et al., 2013). 
Observa-se na fração ECHU5 correlações em 5,37/99,7; 5,22/92,1; 
5,17/94,0 e 4,64/95,9 ppm, descritas anteriormente para as frações ECHU2 e 
ECHU4 e atribuídas, respectivamente, a unidades de glucose α-(1→4)-ligadas e a 
unidades redutoras de α-D-Glcp, α-D-Manp e β-D-Glcp (HEYRAUD et al., 1979; 
BOCK; PEDERSEN, 1983; BUBB, 2003). Adicionalmente, observa-se uma 
correlação em 4,89/93,7 ppm, com J1,2 = 0,7 Hz, atribuída a β-D-Manp (BUBB, 
2003). 
A região anomérica dos espectros de HSQC da fração EBG e suas 
subfrações EBG2, EBG3 e EBG5 são apresentados na Figura 30. É possível 
observar que os sinais visualizados na região de carbonos anoméricos do espectro 
de HSQC da fração EBG estão presentes em suas subfrações. Em comparação aos 
espectros obtidos para as frações EWC e ECHU, os espectros da fração EBG e 
subfrações são mais simples, apresentando menos correlações. 
Assim como nas frações EWC2 e ECHU2, na fração EBG2 é possível 
visualizar uma correlação principal em 4,89/98,4 ppm, correspondente ao H1/C1 de 
unidades de α-D-Sulfoquinovose-(1 (KURIHARA et al., 1997; ROY; HEWLINS, 
1998). Visualiza-se também uma correlação de baixa intensidade em 4,98/98,5 ppm, 
correspondente ao H1/C1 de unidades de α-D-Galp-(1, o que sugere a presença 
de galactosídeos (SASSAKI et al., 1999). Na fração EBG3, adicionalmente as 
correlações encontradas na subfração anterior, é possível observar uma correlação 
intensa em 4,42/103,0 ppm referentes ao H1/C1 de unidades de 6-β-D-Galp-(1, 
indicando que os galactosídeos presentes em EBG são moléculas de Digalactosil-
glicerol (SASSAKI et al., 1999; ARNOLD et al., 2015).  
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FIGURA 30 - REGIÃO ANOMÉRICA DO ESPECTRO DE HSQC DA FRAÇÃO EBG E SUBFRAÇÕES 
EBG2, EBG3 E EBG5 
 




TABELA 13 - ASSINALAMENTOS DE CARBONO E HIDROGÊNIO PRESENTES NAS FRAÇÕES “E” SUBFRAÇÕES 
UNIDADES 
DESLOCAMENTOS QUÍMICOS (ppm) H1/C1 
EWC EWC2 EWC3 EWC4 ECHU ECHU2 ECHU4 ECHU5 EBG EBG2 EBG3 EBG5 
Sulfoquinovosil-glicerol 
α-D-Sulfoquinovose-(1 - 4,90/ 98,3 - - - 
4,89/ 





































103,1 - - - - - 
Malto-oligossacarídeos 












92,1 - - - - 












95,9 - - - - 
α-D-Glucopiranose-(1 - 5,33/ 99,7 
5,33/ 
99,7 - - - - - - - - - 












99,7 - - - - 
Monossacarídeos 














92,1 - - - 
5,22/ 
92,1 
















96,0 - - - 
α-D-Galactopiranose - - - - - - - - 5,26/ 92,3 - - 
5,26/ 
92,3 
β-D-Galactopiranose - - - - - - - - 5,47/ 96/6 - - 
4,57/ 
96,5 












93,9 - - 
5,17/ 
94,0 
β-D-Manopiranose 4,89/ 93,8 - - - 
4,89/ 
93,6 - - 
4,89/ 




4.1.9 Análise Termogravimétrica da Biomassa Residual, Extrato Aquoso e Fração 
“E” dos cultivos autotróficos 
 
A biomassa residual, proveniente da extração aquosa, extrato aquoso e a 
fração E, obtidos a partir da microalga D. subspicatus, cultivada nos meios WC, CHU 
e BG11, foram, assim como as biomassas microalgais brutas, avaliadas quanto as 
suas características de degradação térmica. As análises termogravimétricas foram 
realizadas nas mesmas condições que para as biomassas microalgais brutas, 
descritas no item 4.1.5 (atmosfera de nitrogênio, 25 – 800°C, 10 °C min-1).  
Observa-se que as amostras do resíduo da extração aquosa, denominados 
de RS (Figura 34) apresentaram perfil de degradação térmica com três estágios 
distintos. A degradação da primeira etapa (I) ocorreu entre 31,2 – 106 °C (RSWC), 
31,9 – 116 °C (RSCHU) e 26,9 – 125 °C (RSBG11) com perdas de massa de 1,3; 
2,8 e 8,3%, respectivamente, correspondes à eliminação de água.  
A segunda etapa (II) de degradação ocorreu entre 106 – 420 °C (SWC), 107 
– 463 °C (RSCHU) e 126 – 465 °C (RSBG11), e corresponde as maiores perdas de 
massa, com 75,2, 69,2 e 60%, respectivamente. As biomassas residuais são 
compostas por proteínas (RSWC: 5,9%; RSCHU: 14,7%; RSBG: 23,2%) e 
carboidratos (RSWC: 16,8%; RSCHU: 16,34%; RSBG: 11,28%), além de conterem 
lipídios que não são extraídos pelo método de extração utilizado (extração aquosa a 
frio). 
Observa-se no termograma da fração RSWC, dois eventos principais nesse 
estágio, com temperaturas máximas de degradação em 195 e 308 °C. Sua biomassa 
de origem, biomassa microalgal obtida em meio WC, apresentou nessa mesma 
região também dois eventos, com temperaturas máximas de degradação em 218 e 
297 °C. Ao comparar os teores de carboidratos (WC: 37,8%; RSWC: 5,9%) e 
proteínas (WC: 7,4%; RSWC: 16,8%) entre as biomassas de origem e os resíduos 
obtidos após a extração aquosa, é possível verificar quedas de 20,8 e 55,6% nos 
teores de proteínas e carboidratos, indicando que o processo de extração foi efetivo 
para a extração de carboidratos. Esses dados são refletidos diretamente nos 
termogramas obtidos, uma vez que o resíduo da extração concentrou proteínas e 
lipídeos, permitindo inferir que o evento em 195 °C corresponde a 
dissociação/degradação de carboidratos residuais e dissociação de estruturas 
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A amostra RSBG, apresentou apenas um único pico acentuado em 308 °C, 
no entanto de acordo com sua composição, seu percentual de proteínas (23,2%) é 
maior que os encontrados nas demais biomassas residuais analisadas, e o inverso 
ocorre para o teor de carboidratos (11,3%), onde o teor é menor que os encontrados 
nas demais frações. Em comparação com sua fração de origem (biomassa obtida 
em meio BG) é possível observar um aumento na temperatura de degradação 
máxima, de 286 °C na biomassa microalgal bruta para 308 °C na biomassa residual, 
o que corrobora com os dados descritos anteriormente. 
A terceira etapa (III) de degradação ocorreu entre aproximadamente 420 °C 
e a temperatura final de 800 °C. Os teores de cinzas obtidos para as frações foram 
5,3% (AQWC), 10,8% (AQCHU) e 16,4% (AQBG11). Esses resultados são 
levemente inferiores aos obtidos para as biomassas microalgais brutas, indicando 
que parte do conteúdo não degradado é solúvel em água e permaneceu nos 
extratos aquosos. 
Para as amostras dos extratos aquosos denominados de AQ (Figura 35), a 
degradação da primeira etapa (I) ocorreu entre 21,5 – 107 °C (AQWC), 23,7 – 102 
°C (AQCHU) e 22,2 – 124 °C (AQBG), com perdas de massa de 3,1, 2,4 e 4,6%, 
respectivamente.  
A segunda etapa (II) de degradação ocorreu entre 109 – 394 °C (AQWC), 
102 – 527 °C (AQCHU) e 126 – 425 °C (AQBG), correspondendo a perdas de massa 
de 51,2; 68,7 e 50,4%, respectivamente. As frações AQWC e AQCHU, ampla faixa 
de degradação durante a segunda etapa, com um evento principal formado por dois 
ombros, com temperaturas máximas em 214 e 271 °C, e 218 e 295 °C, 
respectivamente. De acordo com a composição química, as frações AQWC e 
AQCHU apresentam maiores teores de carboidratos (18,1 e 29,7%, 
respectivamente), e menores teores de proteínas (3,17 e 15,5%, respectivamente), 
assim como os resultados obtidos para as biomassas brutas.  
Já a fração AQBG, diferentemente, apresentou um termograma com evento 
único nessa fase, e máxima degradação em 304 °C, termograma este, bastante 
similar ao apresentado para biomassa residual derivada do mesmo meio de cultivo 
(RSBG). A fração AQBG apresenta maior teor de proteínas, 14,5%, e menor teor de 
carboidratos, 11,9%, assim como encontrado para a fração RSBG, justificando desta 





2,1%). De modo geral, as análises de RMN indicaram a presença de glicosídeos 
(Sulfoquinovosil-glicerol, Digalactosil-glicerol e Monogalactosil-glicerol) e 
monossacarídeos em todas as frações, e adicionalmente a presença de 
oligossacarídeos nas frações EWC e ECHU. 
Correlacionando a composição química dessas frações e os eventos 
encontrados nos termogramas, é possível observar que os resultados obtidos 
corroboram com outros trabalhos disponíveis na literatura, onde foram analisadas 
moléculas semelhantes. Paulina et al. (2017) compararam a degradação de 
biomassas da macroalga Enteromorpha e do glicerol, e identificaram temperaturas 
de degradação máxima de 228 °C para moléculas de glicerol. Fernandes et al. 
(2017) analisaram biomassas de Nannochloropsis gaditana, Rhodomonas marina e 
Isochrysis sp. cultivadas em diferentes meios de cultura. Os termogramas obtidos 
para as biomassas evidenciaram uma temperatura máxima de degradação de 
250 °C. Análises químicas revelaram a presença de monossacarídeos de manose, 
galactose e glucose na composição glicídica dessas biomassas.  
Os teores de cinzas encontrados foram 18,4% (EWC), 40,7% (ECHU) e 
32,4% (EBG), teores estes superiores aos demais encontrados nas frações 
analisadas, indicando a presença de alta quantidade de elementos inorgânicos. O 
processo de obtenção da biomassa microalgal bruta inclui o cultivo em meios 
enriquecidos com micro e macronutrientes, seguido de centrifugação a 2607 x g por 
15 min a 4°C, e liofilização. Não é realizado nenhuma etapa de lavagem da 
biomassa bruta anteriormente ao processo de extração aquosa. Com base nisso, é 
possível sugerir que o alto conteúdo inorgânico encontrado seja derivável dos meios 
de cultura utilizados. 
 
4.1.10 Determinação da Atividade Bioestimulante Vegetal 
 
4.1.10.1 Cultivo in vitro de Explantes de Cenoura (Daucus carota) 
 
Dentre as técnicas de micropropagação, a embriogênese somática é 
amplamente utilizada na biotecnologia vegetal para cultura de tecidos in vitro, onde 
sob condições controladas, pequenos fragmentos de tecido vivo isolados de um 
organismo vegetal, denominados explantes, se desenvolvem até a formação de 
embriões somáticos (GEORGE; HALL; KLERK, 2008). A técnica se dá através de via 
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A Figura 38 evidencia o aspecto dos calos induzidos em explantes de 
cenouras pela fração EBG. De modo geral, os calos se apresentaram compactos 
com coloração clara, levemente amarelada.  
 
FIGURA 38 - ASPECTO DOS CALOS NO EXPLANTE DE CENOURA SUPLEMENTADO COM 
FRAÇÃO EBG 
 
NOTA: A;B: calos compactos com coloração clara. 
 
Observa-se formação de calos em todos as concentrações, com percentuais 
de indução dos explantes entre 69,2 a 96,3%. A suplementação com 1,0 g L-1 de 
fração EBG gerou a maior resposta, atingindo 96,3% de indução de calos nos 
explantes. A suplementação com 2,0 g L-1 de EBG gerou uma resposta de indução 
de 86,2%, seguido pelas concentrações de 0,1 e 0,5 g L-1, que induziram calos em 
80,8 e 69,3% dos explantes, respectivamente. Para o controle, a porcentagem de 
indução de calos foi 58,3%, resultado inferior aos obtidos para a fração EBG. Não foi 
possível observar relação linear entre as concentrações analisadas e o percentual 
de formação de calos nos explantes. A Figura 39 compila todos os resultados 
obtidos neste experimento.  
O meio nutritivo, onde os explantes são cultivados, é um dos fatores que 
determina o sucesso da propagação in vitro (AKHTAR et al., 2000). A composição 
do meio, além de conter substância essenciais ao desenvolvimento dos tecidos, 
permite controlar o padrão do desenvolvimento in vitro. Assim, modificações 
específicas na composição do meio de cultura, como a adição de auxinas e 
citocininas, influenciam fortemente a embriogênese somática e aumentam a 






FIGURA 39 - PORCENTAGEM DE RESPOSTA PARA FORMAÇÃO DE CALOS EM EXPLANTES DE 
CENOURA SUPLEMENTADOS COM A FRAÇÃO EBG  
 
NOTA: Resultados foram expresso como média (n = 40). 
 
A fração EBG estudada, apresentou em sua composição um teor de trans-
zeatina (citocinina) 6,15 µg/g de fração E e traços de AIA (auxina), dessa forma, as 
concentrações analisadas de 0,1; 0,5; 1,0 e 2,0 g L-1, continham 0,39; 1,97; 3,95 e 
7,90 nM de trans-zeatina, respectivamente. De acordo com Takahashi (2002), meios 
de cultivo contendo altas concentrações de auxinas e baixas concentrações 
citocininas induzem à formação de raiz; o inverso, baixas concentrações de auxina e 
altas concentrações de citocininas, induzem à formação de brotos; enquanto 
concentrações intermediárias resulta em proliferação celular desorganizada, como 
calos.  
Resultados semelhantes aos encontrados nesse trabalho  com concentração 
de zeatina similares foram obtidos por Paramageetham, Babu, Rao (2004), em que 
meios de cultivo suplementados com diferentes combinações e concentrações de 
auxinas (AIA, ácido α-naftalenoacético) e citocininas (cinetina, 6-benzilaminopurina), 
estimularam abundantemente a formação de calos embriogênicos em explantes 
foliares de Centella asiatica L. Em estudo realizado por Flores, Nicoloso, 
Vasconcellos (2006) foi observado a formação de calos embriogênicos em explantes 
de Pfaffia tuberosa (Ginseng-brasileiro) ao suplementarem o meio com 10 µM de 
ácido α-naftalenoacético (auxina) e 1 µM de 6-benzilaminopurina (citocinina).  
Fujimura e Komamine (1975) observaram o efeito de diversos fitormônios 
em diferentes concentrações, na formação de embriões, cultivados a partir de calos 
107 
de cenoura. Nesse estudo foi possível observar que a zeatina quando adicionada ao 
meio em concentração de 0,1 µM, promoveu embriogênese. Zeatina quando 
combinada com outros fitormônios como AIA e ácido 2,4-diclorofenoxiacético (2,4-D) 
também apresentaram efeito positivo. Em outro estudo realizado por Fujimura e 
Komamine (1980), onde testaram o efeito da adição de citocininas (zeatina e ácido 
2,4-diclofenoxiacético) em diferentes estágios embriogênicos em células suspensas 
de cenoura, observaram que ao adicionar trans-zeatina no 3° e 4° dia de cultivo, foi 
possível obter um efeito positivo de 270% no número de embriões formados, em 
relação ao controle que não continha fitormônios. O estudo concluiu que a promoção 
da embriogênese por trans-zeatina pode ser causada pelo efeito estimulante na 
divisão celular no início da cultura. 
Estudos também já evidenciaram a aplicação de diversos extratos de 
macroalgas em técnicas de micropropagação vegetal (VINOTH; 
GURUSARAVANAN; JAYABALAN, 2014; SATISH et al., 2015, 2016; ESSERTI et 
al., 2017) por serem amplamente utilizadas como bioestimulante (CRAIGIE, 2011), e 
conter em sua composição classes de fitormônios como as citocininas (STIRK et al., 
2003) e auxinas (STIRK et al., 2004). Existem estudos de micropropagação 
utilizando o meio filtrado do cultivo de microalgas (SHRIVASTAVA; BANERJEE, 
2009; GOLLO et al., 2016), entretanto, até o momento, não foi encontrado nenhum 
estudo na literatura reportando o uso de extrato aquoso de microalgas para 
aplicação em técnicas de micropropagação. 
No presente estudo não foi realizada análise histoquímica para determinar 
se os calos obtidos eram ou não embriogênicos. No entanto, os resultados obtidos 
nos bioensaios sugerem que a formação dos calos foi influenciada pelos fitormônios 
presentes na amostra testada, evidenciando assim, o potencial de aplicação 
apresentado pelos extratos de microalgas na área da micropropagação.  
 
4.1.10.2 Bioensaios com Sementes de Tomate (Solanum lycopersicon) 
 
As frações de baixa massa molar (< 1 kDa) EWC, ECHU e EBG, eluídas por 
diálise, foram avaliadas, por meio de bioensaios com sementes de tomate, quanto a 
sua capacidade em estimular o crescimento vegetal. Diferentes concentrações das 
frações foram avaliadas (0,1; 0,5; 1,0 e 2,0 g L-1). Água ultrapura foi utilizada como 
controle negativo, e ACADIAN™ (extrato de macroalgas comercialmente disponível) 
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FIGURA 41 – GERMINAÇÃO DAS SEMENTES DE TOMATE TRATADAS COM FRAÇÕES “E” 
OBTIDAS A PARTIR DE BIOMASSAS CULTIVADAS AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES 
MEIOS DE CULTIVO  
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+: Acadian™; WC, CHU e BG: meios de origem para obtenção da fração 
“E”. Resultados foram expresso como média ± DP (n = 9). Comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). 
 
De acordo com os resultados obtidos para o comprimento dos hipocótilos 
(Figura 42), observa-se que o tratamento realizado com a fração ECHU, na 
concentração 1,0 g L-1, contendo 4,4 nM de trans-zeatina, apresentou maior efeito 
sobre as sementes de tomate, atingindo um comprimento médio dos hipocótilos de 
445,4 cm, mostrando-se diferente significativamente dos controles e todos os 
demais tratamentos testados. A fração EBG 1,0 g L-1, contendo 3,9 nM de trans-
zeatina, quando comparado controle positivo não apresentou diferença significativa, 
alcançando com um comprimento médio dos hipocótilos de 359,1 cm. Comparando-
se o comprimento dos hipocótilos de cada uma das frações ao produto comercial é 
possível verificar com maior clareza que as frações ECHU e EBG na concentração 
1,0 g L-1 destacam-se das demais, atingindo, respectivamente, comprimentos 24,8 e 






FIGURA 42 -  COMPRIMENTO DOS HIPOCÓTILOS DE TOMATE TRATADOS COM FRAÇÕES “E” 
OBTIDAS A PARTIR DE BIOMASSAS CULTIVADAS AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES 
MEIOS DE CULTIVO  
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+: Acadian™; WC, CHU e BG: meios de origem para obtenção da fração 
“E”. Resultados foram expresso como média ± DP (n = 9). Comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). 
 
Os tratamentos realizados com as frações EWC 0,5; 2,0 g L-1, ECHU 2,0 g 
L-1 e EBG 0,1; 0,5; 2,0 g L-1 não apresentaram diferenças significativas quando 
comparados ao controle positivo, atingindo comprimentos dos hipocótilos entre 
298,3 – 334,9 cm. Esses resultados se mostram importantes, uma vez que se 
apresentaram estatisticamente equiparáveis ao produto comercial quanto ao 
comprimento dos hipocótilos. As demais frações, EWC 0,1; 1,0 g L-1; ECHU 0,1; 
0,5 g L-1, mostraram-se estatisticamente iguais ao controle negativo, atingindo 
comprimentos dos hipocótilos entre 276,1 – 283,2 cm.  
Quando avaliados em relação ao volume dos hipocótilos (Figura 43), os 
tratamentos realizados com as frações ECHU, nas concentrações 1,0 e 2,0 g L-1, 
contendo 4,4 e 8,8 nM de trans-zeatina, respectivamente, apresentaram atividades 
similares ao controle positivo, com volume médio dos hipocótilos entre 0,83 – 0,87 
cm³.  As frações EWC 0,5; 2,0 g L-1, ECHU 0,5 g L-1 e EBG 0,5; 1,0; 2,0 g L-1, 
contendo entre com volumes dos hipocótilos entre 0,68 – 0,75 cm³, apresentaram 
efeitos significativamente 23,5 - 30,6% maiores quando comparadas ao controle 
negativo e 21,9 – 29,2% inferiores quando comparados ao controle positivo. As 
demais frações, EWC 0,1; 1,0 g L-1; CHU 0,1 g L-1 e BG 0,1 g L-1, mostraram-se 
estatisticamente iguais ao controle negativo, atingindo volumes médios dos 
hipocótilos entre 0,50 e 0,62 cm³.  
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FIGURA 43 - VOLUME DOS HIPOCÓTILOS DE TOMATE TRATADOS COM FRAÇÕES “E” 
OBTIDAS A PARTIR DE BIOMASSAS CULTIVADAS AUTOTROFICAMENTE EM DIFERENTES 
MEIOS DE CULTIVO  
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+: Acadian™; WC, CHU e BG: meios de origem para obtenção da fração 
“E”. Resultados foram expresso como média ± DP (n = 9). Comparação estatística foi realizada 
usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa 
(p < 0,05). 
 
Comportamento bioestimulante envolvendo frações derivadas de D. 
subspicatus, foram relatados anteriormente por outros autores e corroboram com os 
resultados obtidos no presente estudo. Mógor et al. (2011) evidenciaram atividade 
bioestimulante em suspensões aquosas de D. subspicatus, cultivadas em meio 
Guillard f/2 modificado. As suspensões de microalgas estimularam o crescimento de 
hipocótilos de tomate em concentrações entre 0,5 – 3 g L-1, atingindo áreas dos 
hipocótilos entre 7,91 – 11,21 cm² e volumes dos hipocótilos entre 0,41 – 0,62 cm³, 
sendo a concentração de 1 g L-1 a que proporcionou os melhores resultados. 
Mazepa (2013) ao testar frações de baixa massa molar (< 1 kDa), obtidas da 
microalga D. subspicatus, cultivadas também em meio Guillard F/2 modificado, 
observou aumento semelhante, no comprimento e volume dos hipocótilos de tomate, 
quando comparados a um bioestimulante vegetal comercial proveniente de 
macroalgas. Os hipocótilos atingiram comprimento entre 311,1 – 326,41 cm e 
volume entre 0,87 – 0,97 cm³, sendo as concentrações 1 e 1,5 g L-1 as que 
proporcionaram os melhores resultados. 
O uso de bioestimulantes na agricultura, vem sendo utilizado como uma 
alternativa para melhorar e aumentar a produção dos cultivos em diferentes 
estágios, mesmo que utilizados em baixas quantidades (BATTACHARYYA et al., 
2015; DU JARDIN, 2015; MORAES, 2015b; YAKHIN et al., 2017). Esses produtos 
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possuem uma composição diversificada, podendo conter macro e micronutrientes, 
aminoácidos, oligossacarídeos, antioxidantes e fitormônios (RIOUX; TURGEON; 
BEAULIEU, 2007; TARAKHOVSKAYA; MASLOV; SHISHOVA, 2007; KHAN et al., 
2009; CRAIGIE, 2011; COLLA et al., 2015; RENGASAMY et al., 2016).  
Alguns estudos atribuem o efeito bioestimulante aos fitormônios contidos 
nesses extratos (STIRK et al., 2002; JÄGER et al., 2010; HUSSAIN; HASNAIN, 
2011). No entanto, esses efeitos podem também estar associados a outros 
compostos bioativos que induzem respostas fisiológicas idênticas aos fitormônios 
(RAYORATH et al., 2008). Michalak et al. (2016) atribuíram a atividade 
bioestimulante obtida em trigo à compostos fenólicos presentes no extrato aquoso 
da microalga Spirulina platensis. De acordo com Conti et al. (2016), o efeito dos 
extratos bioestimulantes pode ainda ser correlacionado a fatores como: 
concentração, modo e tempo de aplicação, e tipo de cultivar utilizado. 
Todas as frações testadas apresentam em suas composições trans-zeatina 
(citocinina), traços de AIA (auxina) e glicosídeos (Sulfoquinovosil-glicerol, 
Digalactosil-glicerol e Monogalactosil-glicerol), malto-oligossacarídeos (α-(14)-
Glucoligossacarídeos) e monossacarídeos (D-Glcp, D-Manp e D-Galp), conforme 
descrito nos itens 4.1.7 e 4.1.8. As frações ECHU e EBG, que apresentaram maior 
potencial bioestimulante quando analisado o parâmetro comprimento dos hipocótilos 
(445,4 e 359,1 cm, respectivamente), contém em sua composição teores de trans-
zeatina de 5,63 e 6,15 μg/g de fração E, teores superiores aos encontrados na 
fração EWC. No entanto, não foi possível confirmar uma relação linear entre a 
concentração de fitormônios e a atividade bioestimulante. 
Jäger et al. (2010) evidenciou comportamento semelhante ao tratar 
cotilédones de pepino com suspensões aquosas de diferentes microalgas e 
cianobactérias, nas quais foram identificadas citocinina (zeatina) e auxina (AIA). Os 
efeitos de aumento de massa nos cotilédones e enraizamento foram correlacionados 
à uma curva de atividade citocinínica e auxínica, sendo possível observar que 
alguns extratos responsáveis pelas maiores atividades não continham as maiores 
quantidades de fitormônios. Os resultados obtidos sugeriram a presença de 
compostos com atividade sinérgica, que elevaram a atividade bioestimulante em 
frações com baixos teores de fitormônios, ou inibidores, que diminuíram a atividade 
bioestimulante em frações com elevado teor de fitormônios.  
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Outros estudos, disponíveis na literatura evidenciam também a atividade 
bioestimulante de extratos de microalgas sobre sementes ou cotilédones. Stirk et al. 
(2002) estudaram a atividade bioestimulante do extrato aquoso de diferentes 
espécies de microalgas clorófitas sobre cotilédones de pepino. Os resultados obtidos 
permitiram verificar aumento na massa fresca dos cotilédones e no número de raiz. 
Esses efeitos foram semelhantes quando equiparados aos efeitos dos padrões de 
citocinina (cinetina) e auxina (ácido indol butírico). Gonzalez e Sommerfeld (2015) 
testaram extrato aquoso da microalga Acutodesmus dimorphus em sementes e 
plantas de tomate. Ao avaliar a aplicação do extrato nas sementes, observaram um 
estímulo na germinação, aumento no número de sementes germinadas e diminuição 
no tempo da germinação quando comparado ao controle (água). Ao realizar 
aplicação do extrato na planta, foi possível obter aumento na altura da planta, maior 
número de flores e ramos, e desenvolvimento precoce de frutos. 
As citocininas estão presentes em todas as fases da germinação (NIKOLIC 
et al., 2006), formação de rebentos, desenvolvimento radicular (RIEFLER et al., 
2006), e estão associadas a divisão e alongamento celular em plantas em diferentes 
estágios (SAKAKIBARA, 2006; WERNER; SCHMÜLLING, 2009). As auxinas, por 
sua vez, estão diretamente ligadas a influência da divisão celular, alongamento 
celular e diferenciação celular (TEALE; PAPONOV; PALME, 2006). 
Correlacionando todos os resultados obtidos e a literatura disponível, 
sugere-se que os efeitos positivos dos extratos de D. subspicatus observados sobre 
o comprimento e volume dos hipocótilos de tomate, estão correlacionados com a 
presença de trans-zeatina e ácido indol acético presente em todas as frações 
analisadas. Adicionalmente, os glicosídeos também presentes e identificados, 
podem estar atuando de forma sinérgica ou favorecendo a atividade bioestimulante 
vegetal. Em razão dos maiores teores de trans-zeatina e alto potencial 
bioestimulante apresentado pela fração ECHU, o meio CHU, do qual deriva esta 
fração, foi selecionado para o desenvolvimento de cultivos mixotróficos e 
heterotróficos, bem como bioensaios utilizando sementes de milho. 
 
4.1.10.3 Bioensaios com Milho 
 
A fração de baixa massa molar (< 1 kDa) EFBR CHU, eluída por diálise, foi 
avaliada, por meio de bioensaios com raízes de milho, quanto a sua capacidade em 
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estimular o crescimento vegetal. Diferentes concentrações da fração foram avaliadas 
(0,1; 0,5; 1,0 e 2,0 g L-1). Água ultrapura estéril foi utilizada como controle negativo, 
ACADIAN™ (extrato de macroalgas comercialmente disponível) e Plant Medium 
como controles positivos. Após 7 dias de tratamento (Figura 44), comprimento (cm) e 
volume (cm3) das raízes de milho foram avaliadas.  
O coeficiente de variação médio intra ensaios, para as variáveis 
comprimento (cm) e volume (cm3) foram, para ambos, 15,4%. Segundo Ferreira 
(1991) e Gomes (2000), coeficientes de variação inferiores a 20%, em experimentos 
agrícolas, representam boa precisão. 
 
FIGURA 44 - RAÍZES DE MILHO TRATADAS COM DIFERENTES CONCENTRAÇÕES DA FRAÇÃO 
“E” OBTIDA A PARTIR DE BIOMASSA CULTIVADA AUTOTROFICAMENTE EM 
FOTOBIORREATOR COM MEIO CHU 
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+PL: Plant Medium; C+AC: Acadian™; 0,1, 0,5, 1,0 e 2,0 g L-1: 
concentrações da fração EFBR CHU. 
 
De acordo com os resultados obtidos para o comprimento das raízes de 
milho (Figura 45), observa-se que os tratamentos realizados com a fração 
EFRB CHU, resultaram em comprimentos das raízes entre 334,0 – 411,7 cm. O 
melhor resultado, 411,7 cm, foi obtido na concentração de 2,0 g L-1, mostrando-se 
diferente significativamente dos controles, negativo e positivos, e todos os demais 
tratamentos analisados. A fração EFBR CHU nas concentrações 0,5 e 1,0 g L-1, 
quando comparadas aos controles positivos, não apresentaram diferenças 
significativas, alcançando um comprimento médio das raízes de 340,3 cm. A fração 
EFBR CHU na concentração de 0,1 g L-1, mostrou-se estatisticamente igual quando 
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comparada aos controles negativo e positivos, atingindo um comprimento das raízes 
de 334,0 cm. 
 
FIGURA 45 - COMPRIMENTO DAS RAÍZES DE MILHO TRATADAS COM FRAÇÕES “E” OBTIDAS 
A PARTIR DE BIOMASSA CULTIVADA AUTOTROFICAMENTE EM FOTOBIORREATOR COM 
MEIO CHU 
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+PL: Plant Medium; C+AC: Acadian™; 0,1, 0,5, 1,0 e 2,0 g L-1: 
concentrações da fração EFBR CHU. Resultados foram expresso como média ± DP (n = 20). 
Comparação estatística foi realizada usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras 
diferentes indicam diferença significativa (p < 0,05). 
 
Quando avaliadas em relação ao volume das raízes de milho (Figura 46), o 
tratamento realizado com a fração EFBR CHU, resultaram em volume das raízes 
entre 0,63 – 0,72 cm³. Os volumes alcançados para as concentrações 1,0 e 2,0 g L-1, 
não resultaram em diferenças significativas quando comparados ao controle positivo 
(Plant Medium), atingindo volume médio das raízes de 0,71 cm³. A fração EFBR 
CHU na concentração 0,5 g L-1 se mostrou estatisticamente igual quando comparada 
aos controles negativo e positivo (Plant Medium), atingindo um volume das raízes de 
0,68 cm³, enquanto a fração EFBR CHU na concentração de 0,1 g L-1, mostrou-se 
estatisticamente igual aos controles negativo e positivo (Acadian™) atingindo um 
volume das raízes de 0,63 cm³. 
Estudos reportaram efeitos positivos em sistemas radiculares, sendo esses 
mais desenvolvidos quando utilizado um bioestimulante no tratamento (WEBER, 
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2011; SANTOS et al., 2013; MARTINS et al., 2016). Plantas com sistemas 
radiculares extensos, de elevado comprimento, e raízes de menor diâmetro, 
apresentam uma maior capacidade para absorção de água e sais minerais 
disponíveis, e promovem uma exploração mais efetiva do solo, facilitando a 
adaptação em ambientes de baixa fertilidade com restrição de água (MACHADO; 
MACHADO; FURLANI, 2004; NETO et al., 2014). Desta forma, os bioestimulantes 
podem atuar como uma alternativa à aplicação de fertilizantes constantemente 
utilizados para estimular a produção de raízes especialmente em solos com baixa 
fertilidade e baixa disponibilidade de água (FERRINI; NICESE, 2002). 
 
FIGURA 46 - VOLUME DAS RAÍZES DE MILHO TRATADAS COM FRAÇÕES “E” OBTIDAS A 
PARTIR DE BIOMASSA CULTIVADA AUTOTROFICAMENTE EM FOTOBIORREATOR COM MEIO 
CHU  
 
NOTA: C-: água ultrapura; C+PL: Plant Medium; C+AC: Acadian™; 0,1, 0,5, 1,0 e 2,0 g L-1: 
concentrações da fração EFBR CHU. Resultados foram expresso como média ± DP (n = 20). 
Comparação estatística foi realizada usando one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras 
diferentes indicam diferença significativa (p < 0,05)." 
 
O bom desenvolvimento de plantas é dependente da razão entre fitormônios 
auxinas:citocininas. Níveis altos de citocininas promovem o crescimento da parte 
aérea, já níveis altos de auxinas, promovem o crescimento da raiz (HARTMANN et 
al., 2002). A fração EFBR CHU testada apresentou em sua composição traços de 
AIA e teores de trans-zeatina de 0,72 μg/g de fração E. Dessa forma, as 
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concentrações analisadas de 0,1; 0,5; 1,0 e 2,0 g L-1, continham 0,2; 1,0; 2,0 e 
4,0 nM de trans-zeatina, respectivamente, sendo possível observar uma tendência 
linear entre a concentração de fitormônios e a atividade bioestimulante, uma vez que 
as maiores concentrações de trans-zeatina resultaram em melhores resultados, e 
inversamente as menores concentrações de trans-zeatina obtiveram resultados 
inferiores. Os resultados obtidos permitem sugerir que os teores de trans-zeatina e 
AIA podem estar em níveis satisfatórios para o desenvolvimento de raízes de milho, 
e corroboram com os resultados encontrados para os bioensaios do tomate, 
evidenciando o potencial bioestimulante das frações E analisadas. 
 
4.2 AVALIAÇÃO DO CULTIVO HETEROTRÓFICO E MIXOTRÓFICO DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus  
 
4.2.1 Obtenção da Cepa Axênica da Microalga Desmodesmus subspicatus 
 
As cepas unialgais da microalga D. subspicatus utilizadas nos experimentos 
anteriores, não são axênicas e consequentemente apresentam contaminação 
bacteriana. Essa contaminação não afeta o cultivo autotrófico das microalgas, já que 
o meio não apresenta as características necessárias para o crescimento bacteriano. 
No entanto, no cultivo heterotrófico e mixotrófico, com a disponibilidade de fonte de 
carbono orgânica o crescimento bacteriano é significativo, prejudicando a produção 
da biomassa microalgal (PINTO, 2014). Assim, foi necessário o tratamento da cepa 
microalgal com antibióticos, para a obtenção de uma cepa axênica.  
De modo geral, nas cepas de microalgas não axênicas, mais de uma espécie 
de bactérias podem estar presentes no meio, e ocasionalmente fungos. Assim, para 
maior eficiência do tratamento é aconselhado trabalhar com misturas de antibióticos 
(KAN; PAN, 2010; MOHAMED et al., 2014). Os antibióticos utilizados nesse estudo, 
foram selecionados a partir de resultados obtidos com a técnica de Gram. Na cepa 
de origem foram identificadas bactérias gram-negativas e gram-positivas (resultados 
não mostrados). Desta forma, antibióticos de diferentes classes foram selecionados, 
penicilina G (bactérias gram positivas), estreptomicina (bactérias gram negativas) e 
nistatina (amplo espectro de fungos), para o tratamento das cepas.  
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Análise visual dos 7 tratamentos aplicados, permitiu identificar que o 
tratamento com 0,25 mL da solução de antibióticos (placa F) apresentou maior 
inibição do crescimento bacteriano e não prejudicou o crescimento microalgal. A 
partir desse resultado obtido, foi possível dar continuidade a obtenção da cepa 
axênica.  
Colônias de microalgas do tratamento com antibióticos (Placa F), foram 
repicadas, para meio líquido BG11, e cultivadas até o crescimento microalgal, o que 
ocorreu após 15 dias. Ao fim desse período, a pureza das cepas em meio líquido foi 
confirmada, inoculando uma pequena alíquota dessas cepas em placas de Petri, 
contendo meio BG11 com ágar (7 g L-1) e glucose a 1% (v/v), esgotando-se o 
material na superfície do meio. As placas foram mantidas até crescimento das 
microalgas e avaliadas por três semanas quanto ao desenvolvimento de 
contaminantes. Não foi possível observar crescimento de outros microrganismos 
juntamente com as colônias de microalgas ao fim da 3ª semana (Figura 48), 
confirmando a obtenção de uma cepa axênica da microalga D. subspicatus. Esta 
cepa foi então utilizada nos cultivos heterotróficos e mixotróficos apresentados a 
seguir. 
 
FIGURA 48 - PLACA COM CULTURA AXÊNICA DE MICROALGAS  
 
 
4.2.2 Análise da Cinética de Crescimento de Desmodesmus subspicatus 
 
Após a obtenção da cepa axênica, a microalga D. subspicatus foi cultivada 
em meio CHU, em condições heterotróficas e mixotróficas. Os cultivos foram 
mantidos por 9 dias e avaliados quanto a produção de biomassa em comparação a 
condição autotrófica anteriormente descrita (item 3.6.1). Como fonte de carbono 
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FIGURA 50 - PRODUÇÃO DE BIOMASSA DE Desmodesmus subspicatus EM CONDIÇÕES 
HETEROTRÓFICAS E MIXOTRÓFICAS  
 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 3). Cultivos tiveram duração de 9 dias. 
 
Nota-se que os valores obtidos foram crescentes em relação a quantidade 
de glucose utilizada. O cultivo heterotrófico resultou em maior produção de 
biomassa, obtendo um rendimento de até 6,5 vezes maior quando comparado ao 
cultivo mixotrófico, e 4,7 vezes maior quando comparado ao maior rendimento obtido 
com o cultivo autotrófico (BG11 0,65 g L-1).  
Nesse estudo os maiores rendimentos de biomassa, foram obtidos com os 
cultivos heterotróficos adicionados de glucose nas concentrações de 10 e 5 g L-1, 
atingindo produções máximas de biomassa de 3,07 e 2,41 g L-1, respectivamente. 
Os cultivos em condições mixotróficas apresentaram rendimento menor quando 
comparados ao cultivo heterotrófico nas mesmas concentrações de glucose (5 e 
10 g L-1), atingindo produções de biomassa de 1,68 e 1,91 g L-1, respectivamente. 
Para os cultivos heterotrófico e mixotrófico adicionados de 1 g L-1 de glucose, 
denominados H1 e M1, respectivamente, os rendimentos de biomassa foram os 
menores obtidos, com produção de 0,47 e 0,73 g L-1. Todos os cultivos 
heterotróficos e mixotróficos, exceto o cultivo H1, obtiveram valores superiores na 
produção de biomassa seca em comparação aos rendimentos de biomassa obtidos 
nos cultivos autotróficos (WC 0,48 g L-1, CHU 0,56 g L-1 e BG11 0,65 g L-1).  
Valores semelhantes aos obtidos com os cultivos heterotrófico com 10 g L-1 
de glucose, foram reportados por Ren et al. (2013), ao testar diferentes fontes de 
carbono em condições heterotróficas com a microalga Scenedesmus sp., obtendo a 
melhor produção de biomassa (3,46 g L-1) com glucose a 10 g L-1. Hakalin (2014) 
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estudou o cultivo da microalga Scenedesmus sp. em condições heterotróficas e 
mixotróficas, tendo como fonte de carbono glucose (10 g L-1), e obteve 4 e 5,12 g L-1 
de biomassa, respectivamente. 
Outras fontes de carbono também já foram testadas na literatura. O estudo 
realizado por Yang et al. (2014), ao utilizar xilose em condições mixotróficas com a 
microalga S. obliquus, obteve um aumento na produção de biomassa de 2,8 vezes 
(2,2 g L-1) quando comparado com o cultivo autotrófico. Chlorella pyrenoidosa foi 
cultivada com sacarose como fonte de carbono e foi obtida uma produção de 
biomassa de 2,71 g L-1 (WANG; WU; WANG, 2016). A influência de diferentes fontes 
de carbono como frutose, maltose, glucose, sacarose, dentre outros, foram testadas 
quanto a produção de biomassa pelas microalgas Scenedesmus sp. e C. 
zofingiensis em condições heterotróficas, sendo as maiores produções (4,12 g L-1 e 
10,1 g L-1, respectivamente) obtidas utilizando glucose como fonte de carbono (LIU 
et al., 2010; REN et al., 2013).  
Embora a fonte de carbono possa encarecer o custo da produção de 
biomassa microalgal, uma alternativa viável é o uso de fontes de carbono 
alternativas, provenientes de processos industriais (ZHANG et al., 2013). Nesse 
contexto, vários estudos têm empregado fontes orgânicas baratas. Chlorella sp. em 
condições heterotróficas produziu 4,46 g L-1 de biomassa, utilizando glicerol como 
fonte de carbono (KATIYAR et al., 2017). C. vulgaris, Botryococcus braunii e 
Scenedesmus sp., quando cultivadas em condições mixotróficas utilizando glicerol 
como fonte de carbono acumularam respectivamente 4,54; 5,42 e 4,62 g L-1 de 
biomassa seca (SAA et al., 2015).  
Entre as fontes de carbono alternativas, o melaço de cana vem sendo 
proposta de forma promissora (JIANG et al., 2009; YAN et al., 2011; GAURAV et al., 
2016), uma vez que cerca de 50% de sua composição é constituída por carboidratos 
(sacarose, glicose, frutose) (NAJAFPOUR; SHAN, 2003). Spirulina platensis quando 
cultivada em condições mixotróficas, utilizando melaço de cana como fonte de 
carbono alternativa, atingiu uma produção de 2,94 g L-1 de biomassa (ANDRADE; 
COSTA, 2007). Resultado semelhante foi obtido com Scenedesmus sp. em 
condições mixotróficas, utilizando melaço de cana, alcançando 3,4 g L-1 de biomassa 
seca (MA et al., 2017).  
De modo geral, os cultivos de microalgas são obtidos em sistemas 
autotróficos em lagoas abertas ou em fotobiorreatores, no entanto as densidades 
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celulares obtidas são baixas (BRENNAN; OWENDE, 2010; HUANG et al., 2010) 
muitas vezes limitada pela deficiência de luz ou auto-sombreamento (PEREZ-
GARCIA et al., 2011). De acordo com um levantamento bibliográfico realizado por 
Mohan et al. (2015), sistemas de cultivos heterotróficos são mais adequados para 
elevadas produções de microalgas quando comparado a cultivos autotróficos, pois 
permitem acumular de forma significativa mais biomassa em menos tempo e com 
ausência de luz.  
 
4.2.3 Composição da Biomassa 
 
Os cultivos heterotrofico e mixotróficos da microalga D. subspicatus foram 
comparados quanto a sua composição de carboitrados, proteínas e lipídos na 
biomassa (Tabela 14). Observa-se que o carboidrato é o componente mais 
abundante em todas as biomassas, quando comparado aos teores proteínas, sendo 
que em condições mixotróficas os percentuais de carboidratos foram maiores do que 
em condições heterotróficas. 
 
TABELA 14 - COMPOSIÇÃO DA BIOMASSA DA MICROALGA Desmodesmus subspicatus  







H1 19,3 ± 0,8b-c 10,2 ± 4,5a 16,3± 1,3b 18,0 ± 0,1 
H5 18,5 ± 2,1c 7,7 ± 2,4a 26,2± 2,6a 9,1 ± 0,1 
H10 18,6  ± 0,7c 5,1 ± 2,1a 26,1± 3,1a 7,1 ± 0,1 
M1 48,1 ± 8,1a 12,0 ± 0,5a 17,4± 2,6a-b 22,3 ± 0,1 
M5 33,3 ± 4,4b 6,2 ± 2,9a 25,3± 3,3a-b 20,6 ± 0,1 
M10 23,5 ± 8,0b-c 7,4 ± 2,3a 20,7± 2,2a-b 20,0 ± 0,1 
NOTA: Resultados foram expresso como média ± DP (n = 3), analise estatística foi realizada usando 
one-way ANOVA seguido por teste de Tukey. Letras diferentes indicam diferença significativa (p < 
0,05). H1, H5, H10: cultivos heterotróficos realizados em meio CHU adicionados de 1, 5 e 10 g L-1 de 
glucose, respectivamente; M1, M5, M10: cultivos mixotróficos realizados em meio CHU adicionados 
de 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, respectivamente. * Valores obtidos por análise termogravimétrica. 
Cultivos tiveram duração de 9 dias. 
 
Em ambos os cultivos foi possível observar que a microalga acumulou mais 
carboidrato nos meios que tiveram menos glucose disponível. Essa informação é 
semelhante a obtida por Shamala, Drawert, Leupold (1982) ao observarem que a 
microalga Scenedesmus acutus produziu maiores quantidades de carboidratos, 
mesmo em concentrações mais baixas de glucose em condições de cultivo 
mixotrófico. No entanto, resultados diferentes foram descritos por El-Sheekh et al. 
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(2012), onde conteúdo de carboidratos nas microalgas C. vulgaris e S. obliquus foi 
maior com o aumento da fonte de carbono em condições heterotróficas.  
Para os teores de proteínas obtidos nos cultivos heterotróficos, 
suplementado com 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, foi possível obter 10,2; 7,7 e 5,1%, 
respectivamente. Podemos observar uma diminuição gradual de acordo com 
aumento da concentração de glucose no meio de cultivo, esses resultados estão de 
acordo com os reportados por El-Sheekh et al. (2012), no qual observaram que o 
aumento da fonte de carbono nos cultivos heterotróficos das microalgas C. vulgaris e 
S. obliquus gera uma diminuição nos teores de proteínas obtidos. Para os cultivos 
mixotróficos essa relação direta entre aumento da fonte de carbono com diminuição 
dos teores de proteínas não foi observada, sendo que os cultivos suplementados 
com 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, obtiveram teores de proteínas entre 12,0; 6,2 e 7,4%, 
respectivamente. 
A microalga Chlorella protothecoides cultivada em condições heterotróficas 
com adição de glucose e glicina ao meio, apresentou em sua composição 52,6% de 
proteína e 10,6% de carboidrato (MIAO; WU, 2006). Em outro estudo, também em 
condições heterotróficas a microalga Chlorella vulgaris, foi cultivada em três 
diferentes fontes de carbono, glucose, glicerol e acetato, apresentou teores que 
variaram entre 23 – 44% de carboidratos e 30 – 45% de proteína (LIANG; 
SARKANY; CUI, 2009). 
Os teores de lipídios alcançados nos cultivos foram entre 16,3 a 26,2%, 
assim como para os carboidratos tambem foi possível observar que a microalga 
acumulou mais lipídios nos meios que tiveram menos glucose disponível. As 
microalgas Chlorella sp., Haematococcus sp., Nannochloris sp. e Scenedesmus sp. 
quando cultivadas em condições mixotróficas na presença de glicerol como fonte de 
carbono geraram teores de lipídios entre 3,1 – 16,2% (ANDRULEVICIUTE et al., 
2014). Xia et al. (2014) ao cultivar Desmodesmus abundans em meio BG11 com 
adição de ureia obteve um teor de lipídios de 20,2%. Mandal e Mallick (2009) ao 
cultivar Scenedesmus oblíquo em condiçoes mixotróficas durante 10 dias com 
adição de 1 g L-1 de  glusose obteve 9,5% de lipídios. 
Os valores de cinzas, obtidos em cultivos heterotróficos e mixotróficos 
variaram entre 7,1 – 22,3%. Esses valores foram semelhantes aos encontrados nos 
cultivos autotróficos (entre 7,5 – 23,6%). Observa-se que os cultivos adicionados de 
1 g L-1 de glucose resultaram em maiores percentuais de cinzas. O inverso 
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aconteceu com a suplementação de 10 g L-1, onde obteve-se os menores 
percentuais. Todos esses resultados em conjunto evidenciam que a adição de 
glucose pode influenciar diretamente na composição química da biomassa 
microalgal.  
 
4.2.4 Análise Termogravimétrica da Biomassa  
 
As biomassas brutas da microalga D. subspicatus, cultivadas em meio CHU, 
em condições heterotróficas e mixotróficas, foram avaliadas quanto as suas 
características de degradação térmica. As análises termogravimétricas foram 
realizadas nas mesmas condições que para as biomassas microalgais brutas do 
cultivo autotrófico, descritas no item 4.1.5 (atmosfera de nitrogênio, 25 – 800°C, 10 
°C min-1).  
A Figura 51 mostra o perfil de degradação térmica da biomassa da microalga 
D. subspicatus, cultivada em condições heterotróficas em meio CHU suplementado 
com 1, 5 e 10 g L-1 (frações H1, H5 e H10). De acordo com as curvas 
termogravimétricas e suas derivadas correspondentes é possível observar que as 
amostras apresentaram comportamentos semelhantes no que diz respeito à perda 
de massa, revelando três etapas distintas de degradação.  A degradação da primeira 
etapa (I) ocorreu entre 20 – 128 °C (H1), 20 – 120 °C (H5) e 20 – 122 °C (H10) com 
pequenas perdas de massa de 5,0; 3,9 e 4,8%, respectivamente, correspondes à 
eliminação de água.  
A segunda etapa (II) de degradação ocorreu entre 132 – 460 °C (H1), 127 – 
451 °C (H5) e 127 – 463 °C (H10), e corresponde as maiores perdas de massa, com 
60,8; 72,2 e 75,2%, respectivamente. Para as amostras H1 e H10 observa-se um 
único evento principal em 291 e 297 °C, respectivamente. A amostra H5 apresenta 
um evento principal em 302 °C contendo um ombro em temperatura mais elevada de 
386 °C. A composição química dessas biomassas mostra a presença de proteínas 
(H1: 12,0%; H5: 6,2%; H10: 7,4%), carboidratos (H1: 19,3%; H5: 18,5%; H10: 
18,6%) e lipídios (H1: 15,4%; H5: 26,2%; H10: 26,1%),. Peng, Wu, Tu (2001) 
analisaram o comportamento pirolítico da microalga Chlorella protothecoides 
cultivada heterotroficamente. O resultado obtido para a biomassa bruta indicou dois 
eventos de degradação no segundo estágio, com temperaturas máximas em 300 e 




demonstraram um evento principal no segundo estágio com temperatura máxima de 
291 °C (item 4.1.5). Razzak et al. (2015) observou temperaturas máximas de 
degradação entre 290 e 300 °C em biomassas de Nannochloropsis oculata 
cultivadas mixotroficamente. 
Diferentemente, o termograma da amostra M10, além do evento principal 
com temperatura máxima de degradação em 291 °C, apresenta um evento pequeno 
em temperatura máxima de 429 °C. Análises de degradação térmica de lipídeos 
extraídos de D. subispcatus cultivada autotroficamente em meio CHU mostraram no 
segundo estágio a presença de três eventos principais, em 253, 379 e 431 °C 
(dados não apresentados). Esses resultados estão em acordo com Sanches-Silva et 
al. (2012) que analisaram biomassa de Nannochloropsis gaditana e observaram em 
seus termogramas a presença de um ombro em 411 °C associado à degradação de 
lipídios brutos. Kebelmann et al. (2013) ao analisarem extratos lipídicos de 
Chlamydomonas reinhardtii e C. vulgaris identificaram temperaturas de degradação 
máximas de 300 e 410 °C, correspondentes a degradação de cadeias de 
hidrocarbonetos de ácidos graxos constituintes de lipídios. Dessa forma, infere-se 
que o evento em 429 °C corresponde a degradação térmica de lipídios.  
A terceira etapa (III) de degradação ocorreu entre aproximadamente 402 °C 
e a temperatura final de 800 °C. Os teores de cinzas obtidos foram 22,3% (M1), 
20,6% (M5) e 20,0% (M10). 
 
4.2.5 Extração de Compostos de Baixa Massa Molecular da Biomassa Microalgal 
 
Assim como para os cultivos autotróficos (item 4.1.6), após o cultivo das 
microalgas, em condições heterotróficas e mixotróficas, e obtenção das respectivas 
biomassas secas, foram realizadas extrações aquosas seguidas de diálise (em 
membrana com cut-off de 1 kDa) objetivando isolar compostos de baixo massa 









Os rendimentos da extração aquosa em relação a biomassa, variaram pouco 
entre os diferentes cultivos, com resultados entre 11,6 – 14,8% m/m, resultados 
estes similares aos encontrados na extração aquosa de cultivos autotróficos, onde 
obteve-se rendimentos entre 10,3 – 12,6% m/m. O mesmo aconteceu para as 
frações E, onde obteve-se rendimentos entre 67,0 – 82,9% m/m nos cultivos 
mixotróficos e heterotróficos, e entre 73 – 75% m/m nos cultivos autotróficos.  
 
4.2.6 Identificação e Quantificação de Fitormônios nos Extratos da Microalga 
Desmodesmus subspicatus 
 
As frações E de baixa massa molar (< 1 kDa) obtidas por diálise, dos 
cultivos heterotróficos e mixotróficos, foram analisadas por UHPLC-MS objetivando 
identificar e quantificar a presença de fitormônios. Para isso, diferentes padrões de 
fitormônios foram utilizados, e as amostras foram comparadas de acordo com seus 
íons precursores e tempos de retenção descritos na Tabela 11.  
Foi possível identificar trans-zeatina em todas as frações E dos cultivos 
heterotróficos (EH1, EH5 e H10) e mixotróficos (EM1, EM5 e EM10), com teores 
variando entre 45,7 – 108,0 pg μL-1. No cultivo heterotrófico a fração EH5 
apresentou a maior concentração de trans-zeatina, 108,0 pg μL-1, sendo esta 57,7 e 
40,6% mais concentrada que as frações EH10 e EH1, que contém 45,7 e 
64,1 pg μL-1 de trans-zeatina, respectivamente. Para os cultivos mixotróficos, a 
fração EM1 foi a que apresentou maior concentração de trans-zeatina, 71,1 pg μL-1, 
sendo esta 6,1 e 22,5% mais concentrada que as frações EM5 e EM10, com 55,1 e 
77,7 pg μL-1 de trans-zeatina. A Tabela 16 resume os resultados obtidos. 
 
TABELA 16 – INDENTIFICAÇÃO E QUANTIFICAÇÃO DE trans-ZEATINA NAS FRAÇÕES “E” DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus EM CONDIÇÕES HETEROTRÓFICO E MIXOTRÓFICO 









NOTA: EH1, EH5, EH10: frações eluídas da diálise em membrana de 1 kDa obtidas a partir de 
biomassas cultivadas heterotroficamente em meio CHU adicionado de 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, 
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Esses valores quando comparados com a produção de trans-zeatina obtida 
em condições autotróficas com o meio CHU e BG11, no qual apresentaram 
rendimentos de 9,97 e 9,50 μg de trans-zeatina/g DW respectivamente, em 
condições heterotróficas foi possível obter um aumento de 65,4% de trans-zeatina/g 
DW, com o H1 (1 g L-1 de glucose). Em condições mixotróficas esse aumento é de 
42,7% comparado com o cultivo M1 (1 g L-1 de glucose).   
  
FIGURA 55 – ESTIMATIVA DA PRODUÇÃO DE trans-ZEATINA NA BIOMASSA SECA DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus EM CONDIÇÕES HETEROTRÓFICAS E MIXOTRÓFICAS 
 
 
Stirk et al. (2011) observou a variação da concentração de citocininas 
(zeatina e isopenteniladenina) na microalga Chlorella sp. em relação ao fotoperíodo 
e tempo de cultivo em diferentes intervalos de horas (3, 24 e 48 h). Alguns cultivos, 
após 24 h, foram mantidos em regime escuro contínuo. O estudo verificou que a 
concentração das citocininas aumentava em relação ao aumento da taxa de 
crescimento e não variava nos cultivos em que não havia exposição a luz, 
concluindo que há uma relação entre intensidade luminosa, o ciclo celular e a 
concentração de citocininas. Outro estudo com a microalga Chlorella minutissima, 
realizado pelo mesmo grupo, avaliou o efeito do fotoperíodo (14:10 claro: escuro), 
regime escuro contínuo, e condições heterotróficas com adição de 5 gL-1 de glucose 
por um período de 48 horas (STIRK et al., 2014). Os cultivos com fotoperíodo foram 
os que produziram maiores quantidades de citocininas. As culturas em condições 
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heterotróficas foram as que apresentaram maiores teores de AIA. De acordo com os 
autores, foi observado que tanto a intensidade luminosa como a taxa de crescimento 
celular influenciam nas concentrações de fitormônios. No presente estudo não foi 
possível observar a presença de AIA nos cultivos heterotrófico, mas cabe ressaltar 
que os processos de extração dos estudos relatados na literatura são realizados 
com solventes orgânicos, o que pode influenciar diretamente nos resultados obtidos. 
 
4.2.7 Análises de Ressonância Magnética Nuclear (RMN) das Frações “E” dos 
cultivos heterotróficos e mixotróficos 
 
Assim como para as frações “E” derivadas dos cultivos autotróficos, as 
frações “E” derivadas dos cultivos heterotróficos (EH1, EH5 e EH10) e mixotróficos 
(M1, M5 e M10) foram analisadas por RMN. A região anomérica dos espectros de 
HSQC dessas frações, é apresentado na Figura 56.  
Nas frações EH1 e EH5 é possível observar correlações em 4,42/103,4 e 
4,98/98,4 referentes ao H1/C1 de unidades de 6-β-D-Galp-(1 e α-D-Galp-(1 
pertencentes ao glicosídeo Digalactosil-glicerol (SASSAKI et al., 1999; ARNOLD et 
al., 2015).  
Observa-se nas frações EH1, EH5 e EH10 correlações em 4,89/93,8; 
4,89/93,6; 4,89/93,5 ppm com constante de acoplamento (J1,2) de 0,8 Hz, 
respectivamente, correlacionadas ao monossacarídeo β-D-Manp, em função de seus 
valores típicos de acoplamento axial-equatorial (BUBB, 2003). As correlações em 
5,18/94,0; 5,18/93,8 e 5,18/93,9 ppm com constante de acoplamento (J1,2) de 1,5 Hz, 
visualizadas nas mesmas frações, foram atribuídas ao monossacarídeo α-D-Manp 
(BOCK; PEDERSEN, 1983). Na fração EH1, é possível ainda observar correlações 
intensas em 5,23/92,1 e  4,64/95,9 ppm (J1,2 = 3,9 e 7,9 Hz, respectivamente), 
atribuídas a estruturas redutoras de α-D-Glcp e β-D-Glcp (BOCK; PEDERSEN, 
1983). 
A presença de correlações, nas frações H5 e H10, atribuídas à unidades 
redutoras de α/β-D-Glcp ( 5,23/92,0 e 4,64/95,9 ppm), aos terminais não redutores 
de unidades D-Glcp ( 5,33/99,3 ppm) e à unidades de glucose α-(1→4)-ligadas 
(5,37/99,7 ppm), sugerem que estas frações apresentam malto-oligossacarídeos em 
sua composição (HEYRAUD et al., 1979; BOCK; PEDERSEN, 1983; RIZZI, 2010; 
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CHENG; NEISS, 2012; GOO et al., 2013; JORDAN et al., 2014; KUZ’MINA et al., 
2015). Essas moléculas não são visualizadas no espectro de HSQC da fração EH1. 
Nas frações M1 é possível observar uma correlação em 4,41/103,1 ppm 
atribuída a unidades de β-D-Galp-(1, constituintes do glicosídeo Monogalactosil-
glicerol (β-D-Galactopiranose-(11)-Glicerol) (SASSAKI et al., 1999; RUBERTO; 
TRINGALI, 2004). 
Assim como observado em todas as frações EH, observa-se nas frações 
EM1, EM5 e EM10 correlações em 4,89/93,6 ppm (J1,2 = 0,8 Hz) e aproximadamente 
5,17/94,0 ppm (J1,2 = 1,6 Hz), atribuídas aos monossacarídeos β-D-Manp e 
α-D-Manp, respectivamente (BOCK; PEDERSEN, 1983; BUBB, 2003). Similarmente 
a fração EH1, na fração EM1 é também possível observar correlações em 5,22/92,2 
e  4,64/96,0 ppm, atribuídas aos monossacarídeos α-D-Glcp e β-D-Glcp (BOCK; 
PEDERSEN, 1983). 
Nas frações EM5 e EM10 é possível visualizar, assim como descrito 
anteriormente para as frações EH5 e EH10, correlações em 5,23/92,0; 4,64/95,9; e 
5,37/99,7 ppm, atribuídas à unidades redutoras de α/β-D-Glcp e unidades de 
glucose α-(1→4)-ligadas (5,37/99,7 ppm), indicando a presença de 
malto-oligossacarídeos em sua composição (HEYRAUD et al., 1979; BOCK; 
PEDERSEN, 1983; RIZZI, 2010; CHENG; NEISS, 2012; GOO et al., 2013; JORDAN 
et al., 2014; KUZ’MINA et al., 2015), moléculas estas não visualizadas no espectro 
de HSQC da fração EM1. As frações H5, H10, M5 e M10, adicionalmente, 
apresentam uma correlação intensa em aproximadamente 5,41/92,0 ppm com 
constante J1,2 de 3,87 Hz, característica de açúcares redutores em configuração α 




FIGURA 56 - REGIÃO ANOMÉRICA DO ESPECTRO DE HSQC DA FRAÇÃO ECHU E DAS 
FRAÇÕES “E” DERIVADAS DE CULTIVOS HETEROTRÓFICOS E MIXOTRÓFICOS REALIZADOS 
EM MEIO CHU ADICIONADOS DE 1, 5 E 10 g L-1 DE GLUCOSE 
 
NOTA: Solvente: D2O; temperatura: 50 oC; padrão interno: acetona (2,224/30,2 ppm). 
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Em resumo, foi possível identificar a presença de glicosídeos (Digalactosil-
glicerol e Monogalactosil-glicerol), malto-oligossacarídeos (α-(14)-
Glucoligossacarídeos) e monossacarídeos em conFções α e β (D-Glcp e D-Manp). 
Todos os deslocamentos químicos de hidrogênios e carbonos observados na região 
anomérica das frações e subfrações derivadas são apresentados na Tabela 17. 
 
TABELA 17 - ASSINALAMENTOS DE CARBONO E HIDROGÊNIO PRESENTES FRAÇÕES “E“ 
DERIVADAS DE CULTIVOS HETEROTRÓFICOS E MIXOTRÓFICOS REALIZADOSEM MEIO CHU 
ADICIONADO DE 1, 5 E 10 g L-1 DE GLUCOSE 
UNIDADES 
DESLOCAMENTOS QUÍMICOS (ppm) H1/C1 









103,4 - - - - 




98,4 - - - - 
Monogalactosil-glicerol  
β-D-Galactopiranose-(1 4,40/ 103,0 - - - 
4,41/ 
103,1 - - 
Malto-oligossacarídeos  


















α-D-Glucopiranose-(1 - - 5,33/ 99,8 
5,34/ 



























β-D-Glucopiranose 4,64/ 95,9 
4,64/ 
95,9 - - 
4,64/ 
96,0 - - 


























NOTA: ECHU: Fração E derivada de cultivo autotrófico. EH1, EH5, EH10: fração E derivada de 
cultivos heterotróficos realizados em meio CHU adicionados de 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, 
respectivamente; EM1, EM5, EM10: fração E derivada de cultivos mixotróficos realizados em meio 
CHU adicionados de 1, 5 e 10 g L-1 de glucose, respectivamente. 
 
Ao comparar as frações “E” derivadas de cultivos heterotróficos (EH1, EH5 e 
EH10) às frações “E” derivadas de cultivos mixotróficos (EM1, EM5 e EM10) foi 
possível observar pequenas semelhanças e diferenças entre os espectros de RMN 
das frações. As frações EH10, EM5 e EM10 apresentaram as mesmas correlações 
no espectro de HSCQ, não sendo observado a presença de glicosídeos. As frações 
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EH1 e EH5 apresentaram sinais característicos de Digalactosil-glicerol, moléculas 
não presentes nas demais frações. A fração EM1 apresentou, exclusivamente, sinais 
característicos do glicosídeo Monogalactosil-glicerol. Não foi possível observar sinais 
de oligossacarídeos nas frações EH1 e EM1.  
Ao comparar as frações “E” derivadas de cultivos heterotróficos (EH1, EH5 e 
EH10) e mixotróficos (EM1, EM5 e EM10) à fração “E” derivada de cultivos 
autotróficos (ECHU), todas cultivadas em meio CHU, observa-se pequenas 
diferenças. A fração ECHU, conforme descrito anteriormente no item 4.1.8, 
apresentou correlações atribuídas aos glicosídeos Digalactosil-glicerol e 
Monogalactosil-glicerol, malto-oligossacarídeos e monossacarídeos α/β-D-Manp. 
Nenhuma das frações obtidas em cultivos heterotróficos ou mixotróficos 
apresentaram simultaneamente os glicosídeos Digalactosil-glicerol e Monogalactosil-
glicerol. Adicionalmente, nas frações H1 e M1 foi possível observar a presença de 
monossacarídeos D-Glcp e a ausência de oligossacarídeos, moléculas estas, 
presentes em ECHU. As frações H5, H10, M5 e M10 apresentaram a correlação em 
5,41/92,0 ppm, característica de açúcares redutores em configuração α e não 
visualizada na fração ECHU. 
Os resultados obtidos sugerem que a alteração no sistema de cultivo resulta 
em alterações na composição dessas biomassas, assim como observado quando 
houve alteração nos teores de macro e micronutrientes do meio em sistema 
autotrófico (item 4.1.8). Com base nos resultados obtidos, é, portanto, possível 
sugerir que, adicionalmente ao meio de cultivo, o sistema de cultivo escolhido 
influencia diretamente na produção de compostos pela microalga. 
 
4.3 ANÁLISE PRÉVIA DE VIABILIDADE ECÔNOMICA PARA OBTENÇÃO DE 
BIOMASSA MICROALGAL DE Desmodesmus subspicatus  
 
A fim de determinar a viabilidade econômica para obtenção de biomassa 
microalgal de Desmodesmus subspicatus, estimativas de custos de produção foram 
realizadas considerando apenas a escala laboratorial e principais insumos utilizados, 
ignorando um escalonamento da produção e custos envolvidos nos processos de 
recuperação e secagem da biomassa.  
Do custo total para produção de biomassa microalgal, 35% está relacionado 
ao meio de cultivo, sendo que cerca de 20 – 30% deste representa o custo para 
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recuperação da biomassa. Os demais custos correspondem a processos 
operacionais, manutenção e energia (GRIMA et al., 2003; DAVIS; ADEN; PIENKOS, 
2011). A Tabela 18 contém as estimativas de custos finais dos meios de cultivo WC, 
CHU e BG11 para produção de 1000 L de cultivo para microalga. As estimativas de 
custos foram baseadas em reagentes de grau analítico para todos os componentes 
do meio. 
O meio de cultivo CHU apresentou-se mais econômico, quando comparado 
aos meios de cultivo WC e BG11. O elevado custo do meio de cultura WC (R$ 
272,34/m3) se deve, principalmente, ao tampão TRIS, o qual correspondente a 94% 
(R$ 256,50) do custo total do meio. O meio de cultivo BG11 (R$ 53,52/m3) 
apresentou um custo 75% maior quando comparado ao meio CHU (R$ 30,57/m3). 
Essa diferença no custo é devido ao meio BG11 possuir elevada quantidade de 
nitrato (fonte de nitrogênio) em sua composição, o qual é correspondente a 82% (R$ 
43,95) do custo total do meio. No meio de cultivo CHU a fonte de fósforo representa 
47% (R$ 15,59) do custo total do meio, seguido da fonte de nitrato que representa 
24% (R$ 7,32). 
O custo total do meio de cultivo, em escala industrial pode ser 
significativamente reduzido, optando-se por processos mais econômicos, como, por 
exemplo, o uso de fontes alternativas de nitrogênio como a ureia (MATSUDO et al., 
2009), que pode custar 3 vezes menos que o nitrato de sódio (DHUP; KANNAN; 
DHAWAN, 2016). 
 
TABELA 18 - ESTIMATIVA DE CUSTOS PARA PRODUÇÃO DE 1000 LITROS DE CULTIVO DA 
MICROALGA Desmodesmus subspicatus EM MEIO WC, CHU E BG11 
   (continua) 
NUTRIENTES CUSTO (R$) WC CHU BG11 
Ácido cítrico  - - 0,238 
Ácido bórico (H3BO3) 0,027 0,313 0,078 
Bicarbonato de sódio (NaHCO3) 0,217 - - 
Carbonato de sódio (Na2CO3) - - 0,640 
Citrato férrico de amônia  - - 2,160 
Cloreto de cálcio di-hidratado (CaCl2.2H2O) 0,790 0,538 0,774 
Cloreto de cobalto (CoCl2.6H2O) 0,013 - - 
Cloreto de ferro hexa-hidratado (FeCl3.6H2O) 0,827 - - 
Cloreto de manganês tetra-hidratado (MnCl2 .4H2O) 0,034 0,003 0,340 
Cloreto de sódio (NaCl) - 0,275 - 
EDTA dissódico di-hidratado (Na2EDTA.2H2O) 0,284 3,260 0,065 
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                                                                                                                                          (conclusão) 
Fosfato de potássio dibásico (K2HPO4) 0,766 6,600 3,520 
Fosfato de potássio monobásico (KH2PO4) - 8,995 - 
Hidróxido de potássio (KOH) - 1,643 - 
Molibdato de sódio (Na2MoO4 .2H2O) 0,002 0,003 0,158 
Nitrato de cobalto hexa-hidratado (Co(NO3)2 .6H2O) - 0,014 0,140 
Nitrato de sódio (NaNO3) 2,491 7,325 43,950 
Silicato de sódio (Na2SiO3.9H2O) 9,384 - - 
Sulfato de cobre penta-hidratado (CuSO4 .5H2O) 0,000 0,001 0,003 
Sulfato de magnésio hepta-hidratado (MgSO4. 7H2O) 0,714 1,448 1,448 
Sulfato de zinco hepta-hidratado (ZnSO4 .7H2O) 0,001 0,003 0,009 
Sulfato ferroso hepta-hidratado (FeSO4 .7H2O) - 0,148 - 
Biotina  0,034 - - 
Cianocobalamina  0,076 - - 
Tiamina  0,176 - - 
Tris 256,50 - - 
CUSTO TOTAL 272,34 30,57 53,52 
NOTA: Dados coletados em Abril de 2017. 
 
Outra alternativa viável para redução do custo do meio de cultivo é a 
reciclagem do meio utilizado, gerando um reaproveitamento dos nutrientes que não 
foram consumidos no cultivo anterior (KIM et al., 2011; ABDEL-RAOUF; AL-
HAMAIDAN; IBRAHEEM, 2012; RWEHUMBIZA; HARRISON; THOMSEN, 2012; WU 
et al., 2012; FON SING et al., 2014; FAROOQ et al., 2015). A reciclagem do meio 
pode reduzir em aproximadamente 55% a entrada de  nutrientes (YANG et al., 
2011), além de contribuir para o não descarte de água residual não tratada 
(GONZÁLEZ-LÓPEZ et al., 2013). 
Em uma produção de escala industrial a utilização de efluentes ricos em 
nitrogênio e fósforo caracteriza-se como uma forma sustentável para produção de 
biomassa microalgal à baixo custo (BHATNAGAR et al., 2011). Adicionalmente, 
permite reduzir os impactos ambientais na produção de gases do efeito estufa, 
relacionados a exploração de compostos químicos (N, P, K) essenciais para o cultivo 
de microalgas (SORATANA, LANDIS, 2011). Assim, o cultivo de microalgas poderia 
contribuir como uma alternativa ao tratamento desses efluentes diminuindo seu 
impacto ambiental na eutrofização de corpos hídricos (CAI; PARK; LI, 2013; MELO, 
2014).  
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Cheng, Tian, Liu (2013) ao cultivarem a microalga Desmodesmus sp. em 
resíduos de suínos, obtiveram taxas de remoção de nitrogênio total, nitrogênio 
amoniacal e fósforo total de 87,3, 95 e 93,1%, respectivamente. Melo (2014) cultivou 
C. vulgaris em efluente sintético rico em nitrogênio e fósforo nas formas de nitrato e 
fosfato, obtendo uma eficiência de remoção de 96,7 e 95,1%, respectivamente. 
Considerando as produções microalgais obtidas em cada meio de cultivo 
(WC: 0,48 g L-1; CHU: 0,56 g L-1; BG11: 0,65 g L-1), para obtenção de 1 kg de 
biomassa microalgal o meio CHU se mostrou mais viável, com um custo de 
produção estimado em R$ 59,16/kg de biomassa microalgal. Para o meio BG11, o 
custo estimado foi R$ 82,67/kg de biomassa. Para o meio WC, o custo estimado foi 
de R$ 560,00/kg de biomassa, tornando-o inviável economicamente.  
Para o cultivo heterotrófico com adição de glucose (10 g L-1), que 
representaram um aumento de 79% na produção de biomassa microalgal em 
relação ao cultivo autotrófico, o custo de produção foi estimado em R$ 108,20/kg de 
biomassa. Embora a produção de biomassa microalgal seja maior, a adição da 
glucose como fonte de carbono representa 90% do custo dessa produção, elevando 
assim a estimativa de custo. As estimativas dos custos de produção para todos os 
cultivos heterotróficos e mixotróficos (R$ 82,81 – 173-91/kg de biomassa) são 
superiores aos encontrados para o mesmo meio quando utilizado cultivo autotrófico 
(R$ 59,16/kg de biomassa). Esses dados mostram que a produção de biomassa em 
escala comercial, devido ao custo da adição de glucose que encarece muito a 
produção, torna o cultivo heterótrofo e/ou mixotrófico desvantajoso, sendo 
necessário o emprego de fontes de carbono mais baratas (XIUFENG; XU; WU, 
2007; MATA; MARTINS; CAETANO, 2010; BHATNAGAR et al., 2011).  
Uma alternativa viável a fonte de carbono orgânica, é o uso de subprodutos 
agroindustriais, por serem potencialmente disponíveis em larga escala (QUEIROZ et 
al., 2013), como por exemplo o melaço de cana. O custo de uma tonelada de melaço 
de cana é de aproximadamente R$ 780,00 (MFRURAL, 2017), um valor 40 vezes 
menor do que o custo de glucose comercial. De modo a evidenciar a viabilidade 
econômica do uso de fontes alternativas de carbono, uma estimativa de custos 
utilizando melaço de cana como fonte alternativa de carbono foi realizada, utilizando, 
para isto, o valor da produção da biomassa obtida em cultivo heterotrófico 
adicionado de 10 g L-1 de glucose. O uso dessa fonte de carbono alternativa reduz o 
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custo da produção para R$ 13,42/kg de biomassa microalgal, o que representa uma 
economia de 87,6%.  
Quando estimado o custo para produção do extrato aquoso, extrato este que 
contém uma concentração maior de fitormônios em relação a biomassa bruta, os 
valores variaram entre R$ 429,17 a 3.263,77/kg de extrato, podendo ser reduzida 
drasticamente a valores de R$ 115,64, se for considerado uma fonte de carbono 
alternativa, como por exemplo o melaço de cana (Tabela 19). Esse custo é 
diretamente influenciado pelo meio de cultivo, podendo resultar em um aumento de 
até 28 vezes no custo de produção. No entanto, quando considerado o uso do meio 
de cultivo associado a uma fonte de carbono alternativa, esse custo pode diminuir 
em até 96,4%. 
 
TABELA 19- ESTIMATIVA DE CUSTO PARA PRODUÇÃO DE 1 Kg DO EXTRATO AQUOSO DA 












(CHU + 1 g L-1 glucose) 874,62 
H5 
(CHU + 5 g L-1 glucose) 666,32 
H10 
(CHU + 10 g L-1 glucose) 932,34 
HMEL* 
(CHU + 10 g L-1 melaço de cana) 115,64 
Mixotrófico 
M1 
(CHU + 1 g L-1 glucose) 560,15 
M5 
(CHU + 5 g L-1 glucose) 778,47 
M10 
(CHU + 10 g L-1 glucose) 1.306,49 
NOTA: *Para estimativa de custos de HMEL considerou-se a produção de biomassa obtida em H10 e 
a estimativa de custos da adição de 10 g L-1 de melaço de cana. 
 
Dessa forma, é necessário o emprego de resíduos contendo carbono 
orgânico, por conferir baixo custo, permitindo viabilizar economicamente o cultivo de 




5 CONCLUSÕES  
 
Dentre os meios de cultivo avaliados em condições autotróficas para a 
produção de biomassa da microalga Desmodesmus subspicatus, BG11 foi o que 
apresentou maior produção (0,65 g L-1).  
As células das microalgas cultivadas em diferentes meios de cultivo em 
condições autotróficas, não apresentaram diferenças significativas em termos de 
morfologia (tamanho celular, dos espinhos e roseta), conforme análises de 
microscopia eletrônica de varredura.  
Foi possível identificar e quantificar por UHPLC-MS o fitohormônio trans-
zeatina em todas as frações E, obtidas a partir dos extratos aquosos da microalga 
produzida em condições autotróficas, com teores variando entre 43,4 – 96,4 pg μL-1. 
A fração ECHU (fração derivada de cultivos em meio CHU) foi a que apresentou a 
maior concentração de trans-zeatina (96,4 pg μL-1). Essas frações também 1 
1apresentaram traços (< 30 pg μL-1) da auxina ácido indol acético.  
O cultivo da microalga D. subspicatus em condições heterotróficas resultou 
em maior produção de biomassa (3,1 g L-1), obtendo um rendimento de até 37,8% 
maior quando comparado ao cultivo mixotrófico (1,9 g L-1). 
Todas as frações E, obtidas a partir do extrato aquoso da microalga 
cultivada em condições heterotróficas e mixotróficas, também apresentaram trans-
zeatina em sua composição, com teores variando entre 45,7 – 108,0 pg μL-1. Em 
condições heterotróficas foi possível obter um aumento de 65,4% de trans-
zeatina/g DW, quando comparados com a maior produção de trans-zeatina obtida 
em condições autotróficas. 
Foi possível identificar, através de análises de RMN, nas frações E dos 
cultivos autotróficos, heterotróficos e mixotróficos, glicosídeos 
(6-Sulfoquinovopiranose-(11)-Glicerol, α-D-Galp-(16)-β-D-Galp-(11)-Glicerol; 
β-D-Galp-(11)-Glicerol), oligossacarídeos ([α-D-Glucopiranose-(14)-α-D-
Glucopiranose]n), e monossacarídeos livres (D-Glcp, D-Manp, e D-Galp). 
Em conjunto, os resultados obtidos mostraram que tanto o meio de cultivo 
quanto o sistema de cultivo utilizado influenciam diretamente na produção de 
compostos pela microalga. 
Foi confirmada atividade bioestimulante vegetal com a fração E obtida a 
partir do cultivo autotrófico em meio BG11 (EBG) através de bioensaios com 
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explantes de cenoura, observando proliferação de massa celular (formação de 
calos). 
Também foi confirmada atividade bioestimulante vegetal através dos 
bioensaios com sementes de tomate, onde a fração ECHU, obtida a partir do cultivo 
autotrófico em meio CHU, na concentração 1,0 g L-1 proporcionou maior aumento do 
comprimento dos hipocótilos de tomate. 
Atividade bioestimulante vegetal foi observada nos bioensaios com o milho, 
onde a fração EFBR CHU, obtida a partir do cultivo autotrófico em fotobiorreator com 
meio CHU, na concentração 2,0 g L-1 proporcionou maior aumento do comprimento 
das raízes. 
Análise prévia de viabilidade econômica, permitiu identificar que meio de 
cultivo CHU apresenta o menor custo, quando comparado aos meios de cultivo 
BG11 e WC. Para a produção e obtenção do extrato aquoso da microalga D. 
subspicatus ser economicamente viável é necessária a substituição da fonte de 
carbono (glucose comercial) para uma fonte alternativa, como por exemplo o melaço 
de cana, podendo assim reduzir drasticamente os custos de produção relacionados 
ao meio de cultura. 
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6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 
A microalga cultivada em diferentes sistemas de cultivo demonstrou 
potencial para aplicação bioestimulante vegetal, no entanto, é necessário realizar 
uma otimização das condições de cultivos e extração a fim de aumentar a produção 
dos compostos de interesse. A realização de mais estudos para caraterização 
química do extrato aquoso microalgal também devem ser levados em consideração 
assim como, bioensaios com mudas para efetuar análises de medição da área foliar, 
massa de matéria seca, tolerância a estresse biótico e abiótico, determinação dos 
teores de compostos fenólicos, aminoácidos e fitormônios presentes nas plantas 
tratadas com o extrato aquoso da microalga, uma vez que a aplicação desses 
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ESPECTRO DE FRAGMENTAÇÃO DA trans-ZEATINA IDENTIFICADA NAS 


















metanol : agua (70:30)
m/z














WC4_2 818 (3.225) Cm (799:828-(837:905+755:796)) 1: TOF MS ES+ 
1.33e4220.1188
181.7273
BG4_1 818 (3.225) Cm (800:832-(843:942+709:788)) 1: TOF MS ES+ 
3.16e4220.1189
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ESPECTRO DE FRAGMENTAÇÃO DA trans-ZEATINA IDENTIFICADA NAS 

















metanol : agua (70:30)
m/z



















1H5 861 (3.394) Cm (833:877-(909:1014+759:813)) 1: TOF MS ES+ 
3.78e5220.1184
202.1074 242.0995 258.0736








ESPECTRO DE FRAGMENTAÇÃO DA trans-ZEATINA IDENTIFICADA NAS 
FRAÇÕES FRAÇÕES “E” DOS CULTIVOS MIXOTRÓFICOS 
 
 
metanol : agua (70:30)
m/z
























1M10_18092017 861 (3.394) Cm (840:877-(941:1007+741:811)) 1: TOF MS ES+ 
1.52e5220.1180
202.1071184.0977
243.1336 261.1440
